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Re´sume´
Dans cette the`se, nous nous inte´ressons aux me´canismes pre´curseurs de la formation
d’un biofilm dans le cas de la cyanobacte´rie Synechocystis sp. PCC 6803, en tant que
micro-organisme mode`le. Nous avons en premier lieu observe´ la motilite´ de cellules qui
se´dimentent puis diffusent librement sur une surface en verre. De plus, nous avons releve´
les de´tails de la motilite´ des bacte´ries, qui est intermittente : des pe´riodes de mouvements
directionnels (les “runs”) alternent avec des pe´riodes de mouvements localise´s (les “tum-
bles”). Le coefficient de diffusion re´sultant de´croˆıt avec le temps, avant de se stabiliser ;
en revanche des souches mutantes relarguant moins de substance extracellulaire gardent
un coefficient de diffusion constant au cours de l’expe´rience. Nous proposons un mode`le
de ralentissement base´ sur une marche ale´atoire a` ”temps continu” influence´e par le re-
couvrement progressif de la surface par les exopolysaccharides secre´te´s par les bacte´ries.
Les bacte´ries pourraient ainsi ”reconnaˆıtre” le type de surface sur lequel elles e´voluent
et adapter leur motilite´ en conse´quence, ce qui constitue une e´tape pre´liminaire dans la
formation d’un biofilm.
Nous avons ve´rifie´ ce point avec une e´tude de la diffusion sur des surfaces de diffe´rentes
rigidite´s. L’expe´rience est cette fois prolonge´e pour e´tudier l’effet de la durete´ du substrat
sur la morphologie du biofilm. La proportion de bacte´ries non motiles est plus importante
sur les surfaces molles. Cet effet a` l’e´chelle de la particule conditionne en grande partie
la morphologie des micro-colonies e´mergentes apre`s plusieurs jours de culture, avec da-
vantage de micro-colonies et une densite´ cellulaire plus he´te´roge`ne sur les surfaces molles.
Nous construisons un mode`le qui prend en compte la division cellulaire et le ralentisse-
ment de la dynamique individuelle, et permettant de conclure sur le lien entre rigidite´ de
surface, dynamique cellulaire, et formation de micro-colonies.
Le troisie`me chapitre expe´rimental aborde la re´ponse du syste`me a` des changements
de conditions lumineuses, d’abord de manie`re isotrope puis en introduisant une lumie`re
directionnelle. En conditions isotropes, les e´chelons d’intensite´ lumineuse perturbent les
temps caracte´ristiques de “run” et de “tumble”. Nous analysons ces variations dans le
cadre de la the´orie de la re´ponse line´aire. Nos donne´es sugge`rent qu’il est possible de
de´crire la re´ponse a` une perturbation d’intensite´ lumineuse de manie`re similaire a` des
”stimuli” chimiques, avec la meˆme fonction re´ponse. Sous un flux lumineux direction-
nel, nous observons une phototaxie complexe pour laquelle une fraction des cellules a
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4un mouvement ale´atoire pendant qu’une autre est sensible a` l’anisotropie de l’e´clairage.
L’orientation des de´placements s’effectue de`s l’introduction du flux lumineux, mais les
temps de “run” et de “tumble” continuent d’e´voluer pendant la pe´riode du flux lumi-
neux suivant une tendance proche de celle observe´e en conditions isotropes. Ces re´sultats
mettent en e´vidence le couplage entre l’intensite´ lumineuse et l’anisotropie de l’e´clairage
dans les me´canismes responsables de la phototaxie.
Mots-cle´s : diffusion, bacte´rie, phototaxie, biofilm, colonisation
Abstract
In this work, we focus on the early stages of biofilm formation, using the cyanobac-
terium Synechocystis sp. PCC 6803 as a model micro-organism. First, we observe the
motility of cells that have just reached the surface after sedimentation, and are then
let free to diffuse on a glass surface. The resulting diffusion coefficient decreases with
time, until it reaches a plateau value ; whereas mutant strains secreting less extracellu-
lar substance do not exhibit such a slowdown. To explore the mechanism at work, we
investigate the details of bacterial motility, which is intermittent : periods of directio-
nal movements (“runs”) alternate with periods of localized movements (“tumbles”). We
propose a slowdown model based on a continuous-time random walk, influenced by the
progressive surface coverage with the exopolysaccharides secreted by the bacteria. They
could then “recognize” the surface onto which they are diffusing and adapt consequently
their motility, which establishes a preliminary step for the biofilm formation.
We have adressed this issue by studying diffusion onto surfaces with different stiff-
nesses. The experimentation is extended in order to analyze the effect of surface tough-
ness on the biofilm morphology. The proportion of non-motile bacteria is higher on softer
surfaces. This effect on the individual particle affects the shape of emergent microcolonies
after several days of growth, with more microcolonies and a more heterogeneous surface
density on soft surfaces. We build a model that takes into account cellular division and
individual dynamics slowdown that enables us to point out the relation between surface
rigidity, cellular dynamics, and microcolonies formation.
The third experimental chapter tackles the response of the system to changes in light
conditions, first in an isotropic way, then by introducing a directional light. For isotropic
conditions, steps of light intensity disrupt the characteristic “run” and “tumble” times.
We analyze these variations in the framework of the linear response theory. Our data
suggest that it is possible to describe the response to light disruptions in the same way
as what has been done for chemical “stimuli”, with a similar response function. With
a directional luminous flux, we observe complex phototaxis, in which some fraction of
the cellular population displays random movements, whereas another one is sensitive to
the lighting anisotropy. The displacements are oriented as soon as the luminous flux is
switched on, and the “run” and “tumble” times also respond this change. Our results
show that light intensity triggers bacterial motility, whether it is oriented or not.
Keywords : diffusion, bacteria, phototaxis, biofilm, colonization
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Introduction
La diffusion est l’un des modes de transports principaux de particules dans un fluide. Le
mouvement Brownien est un me´canisme de diffusion bien connu qui de´crit le mouvement
d’une grosse particule inerte soumises a` des collisions re´pe´te´es avec les particules du fluide
environnant a` l’e´quilibre thermodynamique. Le mouvement de la particule est alors bien
de´fini, et il suit une statistique Gaussienne. En fait, cette the´orie repose sur la se´paration
des e´chelles de temps entre les chocs re´pe´te´s et le de´placement lent de la grosse particule, et
ne repre´sente donc qu’une partie des comportements physiques qui nous entourent. Dans
un milieu complexe comme les verres a` basse tempe´rature ou encore le cytosquelette, les
de´placements des particules peuvent eˆtre limite´s par leur environnement, ce qui re´sulte
en une dynamique qui n’est plus Gaussienne [Wong et al., 2004,Chaudhuri et al., 2007,Di
et al., 2014].
La complexite´ de la dynamique ne provient parfois pas de l’environnement, mais de
la particule elle-meˆme, lorsqu’elle a la capacite´ de se de´placer sans force exte´rieure. Cette
proprie´te´ de´finit des syste`mes actifs, qui disposent d’e´le´ments moteurs a` leur mouvement.
L’e´tude des de´placements de particules actives est particulie`rement inte´ressante lorsqu’il
s’agit d’organismes vivants, car on peut alors supposer que le de´placement re´pond a` un
besoin, ou a` une fonction biologique particulie`re : un animal cherchant sa nourriture
ou fuyant les pre´dateurs. Un syste`me actif dispose de ses propres capacite´s d’analyse et
d’action, meˆme rudimentaires.
Les proprie´te´s des syste`mes actifs permettent l’apparition de formes d’organisation
des e´le´ments le constituant, par exemple la formation de bancs de poissons aux mou-
vements complexes. A une e´chelle microscopique, des bacte´ries coordonnent leur mou-
vement dans un phe´nome`ne de bio-turbulence, et on retrouve aussi une forme d’organi-
sation dans la propension des cellules a` former des tissus. De plus, de nombreux micro-
organismes forment une couche amorphe qui recouvre la surface sur laquelle elles e´voluent
sous la forme d’un biofilm. Les biofilms jouent un roˆle pre´ponde´rant dans de nombreuses
proble´matiques avec de forts enjeux socie´taux, comme les maladies infectieuses ou l’en-
dommagement de canalisations. Au vu des nombreuses applications lie´es aux biofilms, la
compre´hension fine de leurs me´canismes de formation est ne´cessaire.
La the`se pre´sente´e ici s’inscrit dans cette de´marche, en e´tudiant la dynamique de sur-
face d’une bacte´rie mode`le dans l’e´tude de la photosynthe`se : la souche la Synechocystis sp.
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PCC 6803. Il s’agit d’une cyanobacte´rie unicellulaire, dont le me´canisme de de´placement
est connu. Cette souche phototactique dispose e´galement de la capacite´ a` se de´placer vers
une source lumineuse. Cependant la manie`re dont la dynamique de bacte´ries isole´es e´volue
jusqu’au moment ou` les interactions cellulaires deviennent importantes reste inconnue.
Ce travail s’attache a` de´crire les de´tails de la dynamique observe´e, et de construire
des mode`les permettant d’en faire e´merger les me´canismes principaux. Le chapitre 2 re-
cense les dispositifs expe´rimentaux utilise´s pour cette the`se. Nous pre´sentons d’abord la
souche Synechocystis sp. PCC 6803 et son milieu de culture, puis la cellule de mesure et
les installations expe´rimentales de´die´es a` l’e´tude de leur motilite´. Nous abordons aussi les
me´thodes nume´riques de suivi des bacte´ries et de reconstruction des trajectoires.
Le chapitre 3 commence par caracte´riser la dynamique des bacte´ries apre`s leur in-
troduction dans la cellule de mesure. Nous observons un ralentissement global, et une
motilite´ intermittente compose´e de pe´riodes de mouvements directionnels et de pe´riodes
de mouvements localise´s. Nous mettons en e´vidence le roˆle de la substance extracellulaire
produite par les Synechocystis sur la de´croissance de la dynamique, et construisons un
mode`le de ralentissement base´ sur le recouvrement de la surface par cette substance. Les
expe´riences re´alise´es permettent de proposer un me´canisme sur l’adaptation de la motilite´
des bacte´ries a` leur arrive´e sur une surface vierge, premie`re e´tape vers la formation de
micro-colonies.
Nous poursuivons l’e´tude des liens entre motilite´ et micro-colonies dans le chapitre 4.
Des motilite´s diffe´rentes e´mergent selon la rigidite´ de la surface de diffusion. Des obser-
vations sur plusieurs jours montrent que les surfaces les plus molles, sur lesquelles les
bacte´ries sont moins motiles, favorisent l’apparition de micro-colonies. Ces observations
sont reproduites par des simulations nume´riques qui prennent en compte la division cellu-
laire et la motilite´ des bacte´ries. L’e´tude mene´e dans ce chapitre permet de montrer com-
ment des morphologies de biofilm varie´es peuvent e´merger en fonction de l’he´te´roge´ne´ite´
de la motilite´ individuelle des bacte´ries.
Nous analysons enfin dans le chapitre 5 la re´ponse dynamique du syste`me a` des change-
ments de conditions lumineuses, isotropes et anisotropes. Les re´sultats obtenus montrent
une e´volution de la dynamique des Synechocystis soumises a` des e´chelons d’intensite´ lu-
mineuse isotrope. Nous les interpre´tons dans le cadre de la the´orie de la re´ponse line´aire,
qui traduit la manie`re dont les bacte´ries s’adaptent a` des conditions changeantes. Lorsque
le flux lumineux est anisotrope, les cellules se de´placent en moyenne vers la source lumi-
neuse de`s le de´but de l’e´chelon, bien qu’une partie d’entre elles conserve un mouvement
ale´atoire. Pour toutes les bacte´ries, nous mesurons une re´ponse dynamique variable qui se
rapproche de ce que nous avons constate´ en conditions isotropes, sur un temps plus long
que celui pris pour privile´gier une direction du mouvement. Les cellules semblent ainsi
adapter en meˆme temps leur orientation et leur dynamique.
Avant la pre´sentation des re´sultats expe´rimentaux, le chapitre qui suit expose brie`ve-
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ment quelques notions utiles pour e´tablir le contexte scientifique de l’e´tude. Tout d’abord
d’un point de vue biologique, avec des e´le´ments historiques et ge´ne´raux sur les bacte´ries,
pour aboutir a` la description biologique du syste`me e´tudie´ ici, dont nous rappelons en-
suite les me´canismes de la motilite´. Nous discutons ensuite des outils de mode´lisation de
la diffusion, en partant des particules inertes pour aller vers les mouvements collectifs
complexes observe´s dans les syste`mes actifs. Nous introduisons enfin les me´canismes de
formation d’un biofilm et les facteurs qui peuvent l’influencer.
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Chapitre 1
E´tat de l’art
1.1 Les cyanobacte´ries
1.1.1 Des micro-organismes primitifs
L’un des signes de vie les plus anciens sur Terre, un fossile datant d’environ 2,7 milliards
d’anne´es, porte la signature de micro-organismes primitifs : des cyanobacte´ries [Brocks
et al., 1999]. Il semble que les proprie´te´s photosynthe´tiques de ces micro-organismes aient
pu permettre l’oxyge´nation de l’atmosphe`re terrestre [Lyons et al., 2014], comme indique´
figure 1.1, ouvrant la voie vers la vie multicellulaire ae´robie (qui se de´veloppe avec du
dioxyge`ne).
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Figure 1.1 – E´volution de la pression partielle de dioxyge`ne dans l’atmosphe`re depuis la
naissance de la Terre. La courbe rouge repre´sente le mode`le classique en deux e´tapes de
l’oxyge´nation de l’atmosphe`re, et la courbe bleue repre´sente le mode`le e´mergent. Sche´ma
extrait de [Lyons et al., 2014].
Selon la the´orie endosymbiotique 1, les cyanobacte´ries ont e´galement pu eˆtre inte´gre´es
dans des eucaryotes pour former des organismes plus complexes [Weber and Osteryoung,
2010]. Un sche´ma de ce processus est donne´ en figure 1.2, qui montre comment des orga-
1. Hypothe`se selon laquelle certains organites de cellules eucaryotes proviennent de l’incorporation
d’autres micro-organismes plus simples, comme des bacte´ries.
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nismes eucaryotes se sont constitue´s a` partir de procaryotes. L’inte´gration de prote´obacte´-
ries a permis l’e´mergence des fonctions e´nerge´tiques ne´cessaires au me´tabolisme des or-
ganismes vivants. Et les chloroplastes, les organites assurant la photosynthe`se, re´sultent
de l’endosymbiose de cyanobacte´ries [Bhattacharya et al., 2007]. Autrement dit, les orga-
nismes photosynthe´tiques actuels descendent des micro-organismes primitifs que sont les
cyanobacte´ries, comme l’indique la fle`che verte trace´e sur la figure 1.2.
Prokaryote
Eukaryote
Archaebacterium
Endosymbiotic 
event 1
Endosymbiotic 
event 2
Endosymbiotic 
event 3
Animals
Green algae, red 
algae and plants
Brown algae 
and diatoms
CyanobacteriumChlamydia Proteobacterium
Figure 1.2 – Repre´sentation sche´matique de l’e´volution du ge´nome au cours de
l’e´volution des organismes procaryotes vers les organismes eucaryotes. Les fle`ches noires
indiquent les chemins suivis au cours de l’e´volution, les fle`ches blanches indiquent des
endosymbioses dans la cellule hoˆte. La fle`che verte suit le chemin montrant comment les
cyanobacte´ries ont pu former des formes de vie plus e´volue´es comme les plantes. Sche´ma
extrait et adapte´ de [Raven and Allen, 2003].
Il existe plus de 1500 espe`ces de cyanobacte´ries, tre`s diverses dans leurs formes et
leur me´tabolisme. On peut par exemple trouver des cyanobacte´ries unicellulaires comme
la Synechococcus, pluricellulaires comme la Microcystis aerigunosa, sphe´riques comme
la Synechocystis sp. PCC 6803, ou encore filamenteuses comme les Oscillatoria. La fi-
gure 1.3 illustre la diversite´ morphologique des cyanobacte´ries. Toutes sont des orga-
nismes procaryotes (sans noyau), et a` Gram ne´gatif, dans la mesure ou` elles disposent
d’une double membrane cellulaire et contiennent de nombreuses prote´ines. Leurs pro-
prie´te´s photosynthe´tiques sont similaires a` celles des micro-algues, et elles ont longtemps
e´te´ appele´es (a` tort) “algues bleues”, mais il s’agit bien de bacte´ries et non de ve´ge´taux.
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Microcystis aerigunosa
Oscillatoria
Anabaena sp.
Aphanothece
Figure 1.3 – Exemple des diffe´rentes morphologies de cyanobacte´ries. L’image de Apha-
nothece est extraite de [Sarma, 2013], les autres de : https://www.korseby.net/outer/
flora/algae/cyanobacteria/index.html.
1.1.2 Des applications potentielles multiples
Aujourd’hui, les cyanobacte´ries se retrouvent dans de nombreux e´cosyste`mes ter-
restres. Leurs formes diverses et leurs capacite´s d’adaptation leur permettent de survivre
dans des environnements tre`s varie´s [Lau et al., 2015] : milieux de´sertiques, eaux sa-
lines, foreˆts... Elles assurent des fonctions e´cologiques importantes, notamment en fixant
l’azote atmosphe´rique, ce qui permet d’enrichir naturellement des milieux pauvres en nu-
triment [Kasting, 2011]. Elles repre´sentent e´galement d’importants stocks de carbone [Par-
tensky et al., 1999], et relaˆchent du dioxyge`ne dans l’atmosphe`re par photosynthe`se.
A` l’heure de la transition vers des formes e´nerge´tiques nouvelles, le rendement pho-
tosynthe´tique e´leve´ des cyanobacte´ries (de 3 a` 9% contre 0.25 a` 3% pour les plantes en
ge´ne´ral) [Ducat et al., 2011] en fait des candidats pour la production de biocarburants [Dis-
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mukes et al., 2008]. Celles-ci sont introduites dans un photobiore´acteur, qui contient les
cellules et assure la transmission de l’e´nergie solaire ne´cessaire a` leur photosynthe`se. La
biomasse est ensuite re´colte´e, puis la phase solide est se´pare´e de la phase liquide, qui
contient les substances produites par les micro-organismes, notamment des acides gras.
Par divers proce´de´s chimiques, ces acides gras sont transforme´s en des produits d’inte´reˆt
comme de l’e´thanol ou des alcanes, et meˆme de l’hydroge`ne. Un sche´ma de principe des
productions possibles est reproduit en figure 1.4. On peut, e´ventuellement en se´lectionnant
des souches mutantes, choisir une voie spe´cifique afin d’obtenir le produit de´sire´.
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Figure 1.4 – Sche´ma de principe de l’obtention de produits d’inte´reˆt a` partir de la
culture de cyanobacte´ries. Sche´ma extrait de [Ducat et al., 2011].
Citons e´galement comme application connue des cyanobacte´ries la Spiruline, un comple´-
ment alimentaire a` base de Arthrospira. Certaines cyanobacte´ries seraient e´galement ca-
pables de traiter les eaux use´es en fixant les me´taux lourds et en de´gradant les mole´cules
de polluant [Lau et al., 2015]. Leur roˆle peut aussi eˆtre ne´faste a` l’environnement, comme
lors du phe´nome`ne de “blooming” [Dervaux et al., 2015].
1.1.3 La souche Synechocystis sp. PCC 6803
Parmi toutes les diverses formes de cyanobacte´ries, nous e´tudions ici la souche Syne-
chocystis sp. PCC 6803, appele´e Synechocystis dans la suite du manuscrit. Cette souche
a e´te´ isole´e d’un lac en Ame´rique du Nord en 1968 [Stanier et al., 1971], puis de´pose´e a`
la collection de l’Institut Pasteur la meˆme anne´e. Elle est ensuite devenue un organisme
mode`le pour l’e´tude de la photosynthe`se. Cet organisme unicellulaire, dont le ge´nome
a e´te´ comple`tement caracte´rise´ [Kaneko et al., 1996], est e´galement facilement manipu-
lable ge´ne´tiquement. Son chromosome est consultable librement sur le site cyanobase :
http://genome.microbedb.jp/cyanobase.
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Figure 1.5 – Exemple d’images obtenues par microscopie e´lectronique a` balayage de
la souche sauvage (WT) de Synechocystis. Les membranes cellulaires sont entoure´es d’un
manteau d’exopolysaccharides. Image extraite de [Cassier-Chauvat and Chauvat, 2015].
De forme quasi-sphe´rique, avec un diame`tre d’environ 2 µm, la Synechocystis est une
bacte´rie motile, qui a la particularite´ de secre´ter des compose´s sucre´s appele´s exopolysac-
charides (EPS). La figure 1.5 montre des images de la souche sauvage de Synechocystis
obtenue par microscopie e´lectronique a` balayage [Cassier-Chauvat and Chauvat, 2015].
Les bacte´ries apparaissent sous forme sphe´rique et sont entoure´es d’EPS. Ces exopoly-
saccharides peuvent eˆtre soit attache´s a` la membrane (on parle alors d’EPS capsulaires,
ou CPS), soit relaˆche´s par les Synechocystis dans le milieu dans lequel elles e´voluent (on
parle alors d’EPS relaˆche´s, ou RPS).
La cyanobacte´rie Synechocystis est un micro-organisme tre`s e´tudie´ en biologie pour
ses proprie´te´s photosynthe´tiques et en biochimie pour les applications mentionne´es dans
la partie pre´ce´dente. Ne´anmoins, ces e´tudes approfondies concernent principalement les
aspects biochimiques des proce´de´s industriels potentiels. Il est ne´cessaire d’analyser sa
motilite´ et son organisation sous forme de micro-colonies a` la fois d’un point de vue
fondamental, car sa dynamique reste peu de´taille´e, et aussi en relation avec les diverses
applications pour lesquelles son interaction avec les surfaces est primordiale. En ce qui
concerne sa motilite´, les articles re´cents de´taillent notamment la re´ponse de cette souche
a` un gradient de lumie`re [Ursell et al., 2013,Schuergers et al., 2016,Nakane and Nishizaka,
2017]. Cependant, le comportement diffusif des Synechocystis reste a` pre´ciser, et la manie`re
dont les cellules se regroupent pour former un biofilm est encore mal comprise.
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1.2 Motilite´ des organismes vivants
1.2.1 Diffe´rents types de motilite´
De nombreuses cyanobacte´ries, ainsi que d’autres micro-organismes comme certaines
micro-algues, ont la capacite´ de se de´placer par elles-meˆmes, ce qui en fait des parti-
cules “actives”. Leurs mouvements peuvent se re´aliser en deux ou trois dimensions, selon
les appendices dont disposent les cellules. Les modes de de´placement peuvent eˆtre tre`s
diversifie´s. Les principaux sont repris en figure 1.6. Citons notamment :
Figure 1.6 – Diffe´rents types de motilite´ : (a) Nage, (b) “swarming motility”, (c) “twit-
ching motility”, (d) “gliding motility”. Sche´ma extrait de [Mazza, 2016].
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La nage
Il s’agit du mode de de´placement utilise´ par les micro-organismes disposant d’un ou
plusieurs flagelles. Ces flagelles peuvent tourner dans les deux sens de rotation autour
de leur axe. Lorsque tous les flagelles sont mis en rotation dans le sens trigonome´trique,
elles forment un faisceau qui fait avancer la cellule dans la direction de l’axe de rotation.
Ce mouvement en ligne droite est appele´ un “run”. Lorsqu’au moins un flagelle se met
a` tourner dans le sens horaire, les cellules s’arreˆtent, et se re´orientent dans une autre
direction. Cette phase de rotation a` sens horaire est appele´e phase de “tumble”. On peut
distinguer deux types de nage : les “puller” qui tirent sur le fluide environnant pour
avancer, et les “pusher” qui poussent le fluide derrie`re eux [Kurtuldu et al., 2011]. Suivant
ces deux types de nage, la viscosite´ du fluide environnant peut eˆtre respectivement soit
augmente´e [Rafa¨ı et al., 2010], soit diminue´e [Lo´pez et al., 2015]. Parmi les modes de
de´placement recense´s ici, c’est le seul qui n’est pas associe´ a` une surface. Les micro-algues
a` flagelles comme la Chlamydomonas reinhardtii peuvent atteindre des vitesses de 40
µm.s−1 [Rafa¨ı et al., 2010].
La “swarming motility”
Elle de´crit le de´placement collectif d’organismes disposant de flagelles a` proximite´
d’une surface. Le nombre de flagelles est ici pre´ponde´rant dans l’e´mergence de ce mode de
motilite´, qui de´pend e´galement de la quantite´ de nutriments disponibles et de la densite´
locale de bacte´ries. Les vitesses associe´es a` ces mouvements collectifs sont de l’ordre de 2
a` 10 µm.s−1 [Copeland and Weibel, 2009].
La “gliding motility”
Ce mode de motilite´ est e´galement associe´ a` un de´placement de surface, qui n’implique
pas ne´cessairement de flagelle ni de pili, mais des compose´s chimiques secre´te´s par la
cellule, sur lesquels celle-ci glisse afin de se mouvoir. Ce mode de de´placement est lui-meˆme
de´compose´ en motilite´ sociale et en motilite´ aventureuse [Hu et al., 2016,Merz et al., 2000].
La motilite´ sociale repose sur des pili (appendices dont sont dote´es certaines bacte´ries) qui
permettent aux cellules d’interagir entre elles, tandis que la motilite´ aventureuse semble
ge´ne´re´e par des secre´tions de la bacte´rie [Wolgemuth et al., 2002], qui lui permettent de
se de´placer rapidement en ligne droite.
La “twitching motility”
Elle caracte´rise les mouvements de surface de micro-organismes utilisant des pili de
type IV. La de´nomination de ce type de motilite´ provient de la contraction des pili. Ces
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appendices sont utilise´s par presque toutes les bacte´ries Gram-ne´gatives. Ils sont compose´s
de polyme`res qui peuvent s’assembler et se dissocier, ge´ne´rant ainsi le mouvement par une
e´longation puis une re´tractation. Il re´sulte de cette alternance une vitesse non constante
et un mouvement global intermittent. Les vitesses obtenues par ce mode de de´placement
sont de l’ordre de 1 µm.s−1 [Zaburdaev et al., 2014].
Figure 1.7 – Microscopie e´lectronique en transmission montrant une Synechocystis en-
toure´e de ses pili de type IV. La barre d’e´chelle repre´sente 1 µm. Image extraite de [Nakane
and Nishizaka, 2017].
La figure 1.7 montre une vue en microscopie e´lectronique en transmission d’une Syne-
chocystis. Elle fait apparaˆıtre nettement les pili de type IV, qui ressemblent a` de longs fils
oriente´s suivant la direction radiale. Ces cyanobacte´ries se de´placent graˆce a` leur pili selon
le mode de “twitching” de´fini ci-dessus [Schuergers et al., 2015]. Nous donnons ci-apre`s
quelques pre´cisions sur le me´canisme d’e´longation et de re´tractation des pili, qui assurent
la motilite´ du micro-organisme e´tudie´ dans cette the`se.
1.2.2 Me´canismes de la “twitching motility”
La biosynthe`se d’un pilus de type IV met en jeu de nombreux ge`nes et prote´ines. La
figure 1.8 re´sume de manie`re simplifie´e cet assemblage, et fait apparaˆıtre les diffe´rentes
e´tapes. 1 : La piline pilA est synthe´tise´e comme un pre´curseur de pilus, puis elle est clive´e
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par la pre´piline peptidase PilD afin d’eˆtre libe´re´e dans le pe´riplasme (espace entre les deux
membranes). 2 : Les pilines pilA sont alors assemble´es par l’ATPase 2 PilB, pour former une
chaˆıne plus longue. 3 : La prote´ine PilC, attache´e a` la membrane interne, fixe et stabilise
le de´but de pilus ainsi forme´. 4 : Le pilus stabilise´ peut ensuite traverser la membrane
exte´rieure pour se de´ployer graˆce a` un pore cre´e´ par la prote´ine PilQ. 5 : Le processus
de re´tractation s’effectue graˆce a` une deuxie`me ATPase : PilT. Le me´canisme complet
de formation et re´tractation des pili est de´taille´ dans [Maier and Wong, 2015, Mattick,
2002,Carbonnelle et al., 2006].
PilPil
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Figure 1.8 – Sche´ma d’un assemblage d’un pilus de type IV et de sa re´tractation. La
nomenclature utilise´e est celle de la Pseudomonas aerigunosa. Les diffe´rentes e´tapes de
formation et re´tractation du pilus sont nume´rote´es de 1 a` 5. Image adapte´e de [Mattick,
2002].
2. Enzyme lie´e au me´tabolisme e´nerge´tique
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Ce sont les ATPases PilB et PilT qui assurent la polyme´risation ou la de´polyme´risation
du pilus. Ils jouent ainsi le roˆle de moteurs du mouvement. Un article re´cent a pu corre´ler
la localisation des PilB avec la direction du mouvement [Schuergers et al., 2015], comme
le montre la figure 1.9, ou` la pre´sence de l’ATPase PilB est repe´re´e en vert.
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Figure 1.9 – Images successives en fluorescence de deux Synechocystis. La position
initiale est repe´re´e par le cercle pointille´, et le temps e´coule´ est indique´ au-dessus. L’in-
tensite´ de la fluorescence est corre´le´e a` la pre´sence de la prote´ine PilB. Image adapte´e
de [Schuergers et al., 2015].
Les pili assemble´s ont un diame`tre de 6 a` 9 nm, et peuvent atteindre des longueurs de
quelques microme`tres (ils sont parfois plus grands que la cellule elle-meˆme) [Bhaya et al.,
2000, Proft and Baker, 2009]. Des techniques de microscopie avance´es comme les pinces
optiques ou la microscopie a` force atomique ont permis de mesurer la force de´veloppe´e
par un pilus, qui peut atteindre 100 pN a` la rupture [Burchmore et al., 2003, Touhami
et al., 2006], avec une vitesse de re´tractation de l’ordre de 1 µm.s−1. Ces valeurs font de
ces appendices l’un des moteurs mole´culaires les plus puissants du monde microscopique.
Des mesures plus pre´cises [Bjo¨rnham and Axner, 2010] ont montre´ la non-line´arite´ de la
re´ponse des pili a` une e´longation, comme l’indique la figure 1.10. Ce comportement est
similaire a` celui d’une ceinture de se´curite´ [Dansuk and Keten, 2018] : apre`s une phase
line´aire (Re´gion I) et un plateau (Re´gion II), la force de la liaison peut augmenter tre`s
fortement si la de´formation impose´e est importante (Re´gion III). D’autres mesures ont
aussi sugge´re´ que les pili pouvaient s’associer pour augmenter leur rigidite´ [Lu et al., 2015].
Avant de de´tailler a` quel mode de transport re´pondent ces organismes vivants, nous
rappelons dans la suite quelques notions basiques au sujet de syste`mes standards a`
l’e´quilibre thermodynamique, dont le comportement diffusif est bien compris.
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htðFÞiseqN ¼ NhtðFÞi1 (4)
Since the bond-opening rate increases exponentially with
force (according to Eq. 1), a system that binds by several
bonds will experience a substantially longer lifetime if the
force is distributed among some or all of the bonds (so no
AR bond will experience an excessive force) than if the
bonds are exposed to force in a sequential manner. For
a system with full cooperativity, i.e., in which all bonds
are simultaneously exposed to force and share it equally
(referred to as simultaneous force exposure), the adhesion
lifetime can instead be written as
htðFÞisimN ¼
1
kthAR
XN
n¼ 1
1
n
e
F
nFAR (5)
This implies that a system adhering by N bonds with simul-
taneous force exposure will experience a longer lifetime
than a system with sequential force exposure by a factor of
htðFÞisimN
htðFÞiseqN
¼
PN
n¼ 1
1
n
e
F
nFAR
Ne
F
FAR
(6)
This entity, which is a measure of the cooperativity of pili, is
illustrated in Fig. 2 for systems adhering by 2–10 bonds
exposed to an external force up to 10FAR. The figure shows
that pili cooperativity is important for the adhesion of multi-
bond-adhering bacterial systems exposed to external forces.
The adhesion lifetime is significantly longer in systems in
which several bonds share the force compared to those in
which the bonds mediate the force in a sequential manner,
particularly when the system is exposed to forces above
a few times the characteristic force, FAR.
For bacteria that express their adhesins directly on the cell
wall, it is unlikely that an external force can be shared
reasonably equally among a multitude of bonds. This is
because an external force acting on a bacterium adhering
to a host cell often acts as a skew force, which gives rise
to a strongly uneven force distribution among the various
adhesins. On the other hand, for bacteria that express their
adhesins on the tip of extendable attachment organelles,
and in particular those that have a helix-like structure that
can be extensively elongated when exposed to stress, the
situation is generally the opposite: the nonlinear elongation
behavior of organelles makes it possible for an external
force to be distributed among a large number of pili, pos-
sibly even fairly equally. This implies that bacteria adhering
by expandable pili will experience a substantially longer
adhesion lifetime than those that lack pili (30).
Helix-like pili
Structure and biomechanical properties
Helix-like pili are constructed by hundreds or thousands of
identical subunits that are linearly connected to each other
by so-called head-to-tail (HT) bonds, comprising the back-
bone of the pili. This structure is, in turn, coiled into a helix-
like quaternary structure by means of layer-to-layer (LL)
bonds that connect nonconsecutive subunits to each other,
predominantly the subunits n and nþ3, as is illustrated in
the left part of Fig. 3 A. As is shown in the right part of
the same panel, under exposure to a sufficiently large
external force, these LL bonds will open in a sequential
manner, resulting in an uncoiling (also referred to as ‘‘un-
folding’’ in the literature) of the helix-like quaternary struc-
ture of the pili into a linear conformation (22,24,28,29).
FIGURE 2 (Color online) The importance of pili cooperativity is illus-
trated by the ratio of the lifetimes of a system with N bonds with simulta-
neous and sequential pili force exposure, respectively, as a function of force,
expressed in units of the characteristic force. The nine curves represent
(from the bottom to the top) systems that bind by two to bonds.
FIGURE 3 (Color online) (A) A schematic illus-
tration of the geometric conformation of a helix-
like pilus. The left part represents a pilus in its
helix-like conformation, whereas the right part
depicts the pilus when it has been uncoiled. (B)
A force response curve (gray) of a P pilus from
an elongation measurement obtained with optical
tweezers. The black curve represents a fit obtained
using a previously developed simulation program.
The extended region II corresponds to the uncoil-
ing of the helix-like structure.
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Figure 1.10 – Re´ponse en force d’un pilus a` une e´longation impose´e, mesure´e avec une
pince optique (en gris). La courbe noire est un re´sultat de simulation nume´rique du meˆme
auteur. Courbe extraite de [Bjo¨rnham and Axner, 2010].
1.3 Dynamique diffusive
1.3.1 Diffusion normale de traceurs inertes
Les premie`res observations du mouvement erratique de particules inertes ont e´te´ ef-
fectue´es en 1827 par Robert Brown, un botaniste anglais regardant des grains de pollens
en suspension dans l’eau. Ces mouvements observe´s sur des particules inertes ont intrigue´
la communaute´ scientifique, qui pensait que le mouvement e´tait re´serve´ aux organismes
vivants. L’ide´e a ensuite e´merge´ que ce mouvement d’une “grosse” particule provenait des
collisions avec des “petites” particules du fluide environnant. Le mouvement de la grosse
particule a e´te´ appele´ “mouvement Brownien”.
Albert Einstein a pu donner une explication the´orique de ce mouvement [Einstein,
1905]. Des travaux paralle`les mene´s par von Smoluchowski ont abouti a` des re´sultats
similaires [von Smoluchowski, 1906]. Parmi les premie`res observations expe´rimentales de
la the´orie, citons les e´tudes de Jean Perrin, qui a trace´ les trajectoires de grains de mastic
dans une solution liquide [Perrin, 1913]. Ses re´sultats sont reproduits en figure 1.11 :
aucune direction ne semble privile´gie´e, les mouvements des grains sont ale´atoires.
Au cours de son mouvement, la particule de masse m est soumise a` deux forces : une
force de frottements visqueux, caracte´rise´e par un coefficient de frottement γ, et une force
fluctuante F (t) qui mode´lise les collisions successives avec les “petites” particules fluides,
qui composent le bain environnant. En raisonnant en une dimension, la vitesse v de la
particule doit respecter l’e´quation 1.1, appele´e e´quation de Langevin.
m
dv
dt
= −mγv + F (t) (1.1)
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Figure 1.11 – Trajectoires de trois grains de mastic de rayon 0.53 µm, dont les positions
sont enregistre´es toutes les 30 secondes. La barre rouge repre´sente 25 µm. Image extraite
de [Perrin, 1913].
Cette e´quation s’inte`gre et permet d’obtenir une expression pour la vitesse v(t), en
supposant la condition initiale v(t = 0) = v0 :
v(t) = v0e
−γt +
1
m
∫ t
0
F (t′)e−γ(t−t
′) dt′ (1.2)
En supposant le fluide dans un e´tat stationnaire, la moyenne de la force 〈F (t)〉 ne
de´pend pas du temps. Comme aucune direction n’est privile´gie´e, on prend 〈F (t)〉 = 0.
On suppose aussi que la fonction d’autocorre´lation c(t′) = 〈F (t)F (t+ t′)〉 ne de´pend que
de la diffe´rence t′ entre les deux instants conside´re´s. Ces forces sont corre´le´es pendant un
certain temps τC . En ge´ne´ral, ce temps de corre´lation est tre`s infe´rieur aux autres temps
caracte´ristiques du proble`me, comme le temps de relaxation de la grosse particule depuis
une vitesse initiale. Cela sugge`re que c(t′) peut eˆtre mode´lise´ par une fonction Dirac, et
on pose en utilisant une constante Dc :
c(t′) = 〈F (t)F (t+ t′)〉 = 2Dcm2δ(t′) (1.3)
Le comportement diffusif recherche´ par Einstein et von Smoluchowski est obtenu
pour des temps longs, ce qui permet de ne´gliger le terme d’inertie de l’e´quation 1.1.
Les e´quations conside´re´es pour la vitesse v et la position x sont alors :
mγv = F (t) (1.4)
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et
x(t) =
∫ t
0
v(t′) dt′ (1.5)
Une mesure classique pour quantifier la diffusion de particules est l’e´cart quadratique
moyen (ou MSD). Cette grandeur est calcule´e comme la moyenne sur l’ensemble des par-
ticules des e´carts par rapport a` la position d’origine au carre´, soit 〈x2(t)〉, en conside´rant
que les particules partent de la position initiale x0 = 0. Ce calcul donne :
〈x2(t)〉 =
∫ t
0
∫ t
0
〈v(t1)v(t2)〉 dt1dt2 (1.6)
En utilisant l’e´quation 1.4 pour exprimer la vitesse v en fonction de la force F , et
l’e´quation 1.3, qui donne la fonction de corre´lation des forces, on aboutit alors a` :
〈x2(t)〉 = 2Dt (1.7)
ou` le coefficient de diffusion D est tel que D = Dc/γ
2. Cette e´quation permet d’e´tablir le
lien entre le de´placement et le coefficient de diffusion, a` partir des forces s’exerc¸ant sur la
grosse particule.
Ainsi, dans le cas du mouvement Brownien, le MSD e´volue line´airement avec le
temps, et le coefficient de diffusion est lie´ a` la pente de la droite obtenue. Ce re´sultat
est ge´ne´ralisable a` plusieurs dimensions, et si on note X(t) la position d’une particule
partant de l’origine dans un repe`re a` d dimensions, on obtient :
〈X2(t)〉 = 2dDt (1.8)
Le moteur du mouvement Brownien de´crit ici est l’agitation thermique des parti-
cules de fluide, qui ge´ne`rent des chocs successifs sur la “grosse” particule. Le lien entre
la tempe´rature et la diffusion des particules Browniennes peut eˆtre e´tabli a` partir de
conside´rations e´nerge´tiques. L’e´nergie cine´tique moyenne de la grosse particule vaut 〈E(t)〉 =
m〈v2(t)〉/2. En utilisant les e´quations 1.2 et 1.3, on obtient alors qu’aux temps longs,
〈v2(t)〉 ∼ γD. En supposant que la grosse particule est e´galement en e´quilibre avec le
bain, lui-meˆme a` l’e´quilibre thermodynamique a` la tempe´rature T , l’e´nergie moyenne de
la grosse particule est 〈E〉 = kBT , ou` kB est la constante de Boltzmann. Il en re´sulte la
relation suivante :
kBT = mγD (1.9)
Cette relation est une forme particulie`re du second the´ore`me de fluctuation-dissipation,
et permet de lier la dissipation visqueuse (coefficient de frottement γ) a` la fluctuation de
la vitesse des particules, associe´e au coefficient de diffusion D. On peut aussi de´velopper
cette e´quation en utilisant pour le coefficient de friction la formule de Stokes. La formule
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re´sultante, connue sous le nom d’e´quation de Stokes-Einstein, donne le coefficient de
diffusion associe´ au mouvement Brownien de particules de rayon R dans un fluide de
viscosite´ dynamique µ a` la tempe´rature T :
D =
kBT
6 piµR
(1.10)
Cette formule est valable pour des particules diffusant librement dans l’espace. A
proximite´ d’une surface, lorsque la distance particule-surface est infe´rieure a` la couche
limite visqueuse, de nouvelles interactions entrent en jeu. Cela implique une correction
e´ventuelle de la formule 1.10 par un coefficient correcteur [Pierres et al., 2001]. Une autre
proprie´te´ que fait apparaˆıtre la fonction de corre´lation de la force ale´atoire (e´quation 1.3)
est l’absence de “me´moire”. En effet la force ale´atoire F (t) a` l’instant t ne de´pend pas
des e´ve`nements ante´rieurs a` t car on montre que 〈F (t)v(t′)〉 = 0 pour t > t′. Cette
absence de me´moire indique que la vitesse de la particule peut eˆtre conside´re´e comme
un processus de Markov, ou` la connaissance des instants pre´ce´dents n’apporte aucune
information supple´mentaire pour la pre´diction des e´ve`nements a` venir.
Dans le cas d’un syste`me stationnaire, cette proprie´te´ est re´sume´e par la formule :
P (x, t+ ∆t) =
∫
P (x′, t)p1|1(x,∆t|x′) dx′ (1.11)
ou` p1|1(x,∆t|x′) est la probabilite´ de transition de l’e´tat P (x′, t) a` l’e´tat P (x, t) en un
temps ∆t. L’e´tat du syste`me a` t+ ∆t se calcule comme la somme des e´tats du syste`me a`
l’instant t multiplie´e par leur probabilite´ de transition.
Dans un re´seau unidimensionnel de pas ∆x, on peut utiliser l’e´quation 1.11 sous sa
forme discre`te pour obtenir simplement l’e´quation de diffusion [Metzler and Klafter, 2000].
La probabilite´ Pj(t+ ∆t) de se trouver sur le site j a` l’instant t+ ∆t est e´gale a` la somme
des probabilite´s d’eˆtre sur les sites voisins a` l’instant t :
Pj(t+ ∆t) =
1
2
Pj−1(t) +
1
2
Pj+1(t) (1.12)
Par un de´veloppement de Taylor, on a e´galement :
Pj(t+ ∆t) = Pj(t) + ∆t
∂Pj
∂t
+O([∆t]2) (1.13)
et
Pj±1(t) = P (x, t)±∆x∂P
∂x
+
(∆x)2
2
∂2P
∂x2
+O([∆x]3) (1.14)
que l’on peut injecter dans l’e´quation 1.12 pour obtenir finalement l’e´quation de diffusion :
∂P
∂t
= D
∂2P
∂x2
(1.15)
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dans laquelle le coefficient de diffusion D est la limite infinite´simale de (∆x)
2
2∆t
.
Cette e´quation est ve´rifie´e par les fonctions Gaussiennes du type :
P (x, t) =
1√
4piDt
e−
x2
4Dt (1.16)
Ainsi, les densite´s de probabilite´s de particules suivant un mouvement Brownien sont
des fonctions Gaussiennes dont la largeur est proportionnelle a` la racine carre´e du co-
efficient de diffusion et du temps e´coule´. Le mouvement Brownien est donc compris, du
bilan de forces s’exerc¸ant sur une particule jusqu’aux probabilite´s de de´placement. Ce-
pendant, sa description repose sur un certain nombre d’hypothe`ses qui peuvent se re´ve´ler
incompatibles avec le mouvement e´tudie´.
Par exemple, l’e´nergie ne´cessaire au mouvement de la particule peut provenir d’une
autre source que le bain environnant a` l’e´quilibre thermique. Son e´nergie moyenne est
alors diffe´rente de kBT , ce qui constitue un syste`me hors e´quilibre thermique.
1.3.2 Diffusion anormale de particules inertes
Un tel syste`me hors e´quilibre thermique a e´te´ e´tudie´ notamment par [Wu and Libcha-
ber, 2000] et [Leptos et al., 2009], qui ont remplace´ le bain thermique par une suspension
de particules actives, des bacte´ries Escherichia coli et Chlamydomonas reinhardtii respec-
tivement. La figure 1.12 pre´sente les probabilite´s de de´placement des particules inertes
obtenues par [Leptos et al., 2009]. Les distributions s’e´largissent et leur forme s’e´loigne de
plus en plus de fonctions Gaussiennes a` mesure que la concentration en bacte´rie s’accroˆıt.
Le coefficient de diffusion calcule´ a` temps longs augmente aussi avec cette concentration.
Par analogie avec le second the´ore`me de fluctuation-dissipation (e´quation 1.9), l’ajout de
particules actives correspondrait a` une augmentation de la tempe´rature effective du bain.
Le fait que les distributions de de´placement ne soient plus Gaussiennes peut provenir
d’une violation de l’e´quation 1.3, ou` la fonction de corre´lation des de´placements n’est plus
une fonction Dirac, mais reste corre´le´e pendant un certain temps caracte´ristique [Wu and
Libchaber, 2000]. Aux temps infe´rieurs a` ce temps caracte´ristique, l’e´cart quadratique
moyen n’e´volue pas line´airement avec le temps t mais plutoˆt avec t2.
Dans ce cas, l’e´quation 1.8 n’est plus ve´rifie´e car les de´placements ne sont plus de´corre´le´s.
De manie`re ge´ne´rale, on peut e´crire la de´pendance temporelle du MSD comme une fonc-
tion puissance du temps, avec un exposant α > 0. Lorsque α = 1, on parle de diffusion
normale, dont le mouvement Brownien est un cas particulier, tandis que pour α < 1 le
re´gime est sous-diffusif, et super-diffusif lorsque α > 1.
MSD(t) ∼ tα (1.17)
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Figure 1.12 – Densite´ de probabilite´ de de´placement de traceurs inertes dans une sus-
pension de bacte´ries Chlamydomonas reinhardtii. L’intervalle de temps conside´re´ ici est
∆t=0.12 s. Chaque couleur indique une densite´ de bacte´ries en suspension diffe´rente, de
0% (rouge) a` 2.2% (violet). Image extraite de [Leptos et al., 2009].
Une diffusion “anormale” e´merge e´galement lorsque les particules conside´re´es ne peu-
vent plus se de´placer librement. C’est par exemple le cas de particules diffusant dans des
mate´riaux proches de la transition vitreuse [Weeks et al., 2000, Chaudhuri et al., 2007].
Dans ce cas, les particules environnantes cre´ent des “cages” qui contraignent le libre
mouvement de la particule e´tudie´e. Celle-ci peut ne´anmoins s’en e´chapper de temps en
temps, ce qui re´sulte en de soudains grands de´placements. Les probabilite´s de de´placement
associe´es ne sont plus Gaussiennes, comme l’indique la figure 1.13.
Figure 1.13 – Densite´ de probabilite´ de de´placement de collo¨ıdes (a` gauche) ou de grains
(a` droite), pour diffe´rents instants. La largeur des distributions augmente avec le temps.
Image extraite de [Chaudhuri et al., 2007].
Des expe´riences re´alise´es sur des sphe`res dures se de´plac¸ant sur des re´seaux com-
plexes ont mis en e´vidence une diffusion normale (α = 1), mais avec des probabilite´s
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de de´placement non Gaussiennes [Wang et al., 2009, Wang et al., 2012] a` cause des
contraintes ge´ome´triques du milieu. De nombreux mode`les the´oriques ont e´te´ de´veloppe´s
pour caracte´riser la diversite´ des re´sultats expe´rimentaux. Les plus connus sont la marche
ale´atoire a` temps continu (CTRW), le mouvement Brownien fractionne´, les vols de Le´vy
ou les marches de Le´vy [Be´nichou et al., 2011,Bouchaud and Georges, 1990,Klafter et al.,
1996].
Le mode`le CTRW de´crit le mouvement d’une particule qui reste pendant un temps
d’attente τ sur sa position, puis re´alise un saut instantane´ de longueur l dans une di-
rection ale´atoire. Elle restera de nouveau immobile pendant un certain temps sur son
site d’arrive´e, avant de proce´der a` un nouveau saut instantane´. Les temps d’attente sont
tire´s dans une distribution ψ(τ), et les longueurs de saut dans une distribution p(l). Ces
distributions pilotent les proprie´te´s diffusives du mode`le.
Si on note Pn(x) la probabilite´ pour une particule de se trouver a` la position x apre`s
n sauts et χn(t) la probabilite´ d’avoir fait exactement n sauts a` l’instant t, la probabilite´
totale de se trouver en x a` l’instant t peut s’e´crire en sommant sur tous les nombres n
possibles [Klafter and Sokolov, 2011] :
P (x, t) =
∞∑
n=0
Pn(x)χn(t) (1.18)
Le terme χn(t) peut s’e´crire comme la somme sur tous les instants possibles de la proba-
bilite´ ψn(τ) que le n
ie`me saut arrive a` l’instant τ multiplie´e par la probabilite´ Ψ(t− τ) =
1 − ∫ t−τ
0
ψ(t′) dt′ que la particule ne fasse aucun nouveau saut pendant l’intervalle de
temps t− τ :
χn(t) =
∫ t
0
ψn(τ)Ψ(t− τ) dτ (1.19)
L’e´quation 1.19 peut s’e´crire dans le domaine de Laplace, en remarquant que la trans-
forme´e de Laplace de ψ correspond a` la fonction ge´ne´ratrice des moments de ψ :
χn(s) = ψ
n(s)
1− ψ(s)
s
(1.20)
Avec la meˆme de´marche, la probabilite´ Pn(x) peut s’e´crire comme la somme sur toutes les
positions de la probabilite´ Pn−1(y) de se trouver a` la position y apre`s n−1 sauts multiplie´e
par la probabilite´ p(x− y) que le saut suivant soit de longueur alge´brique (x− y) :
Pn(x) =
∫ ∞
−∞
Pn−1(y)p(x− y) dy (1.21)
En notant λ(k) la transforme´e de Fourier de p(l), qui est aussi sa fonction caracte´ristique,
on obtient dans le domaine de Fourier :
Pn(k) = Pn−1(k)λ(k) (1.22)
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Cette formule e´tant valable pour tout n, si on remplace successivement pour chaque
i = n− 1, n− 2...1, sa valeur obtenue par l’e´quation 1.22 on obtient finalement :
Pn(k) = λ
n(k) (1.23)
En passant l’e´quation 1.18 dans les domaines de Fourier et Laplace, et en utilisant les
e´quations 1.20 et 1.23, on obtient alors :
P (k, s) =
∞∑
n=0
Pn(k)χn(s) =
1− ψ(s)
s
∞∑
n=0
λn(k)ψn(s) (1.24)
En remarquant que le terme de droite correspond a` la somme de termes d’une suite
ge´ome´trique :
P (k, s) =
1− ψ(s)
s
1
1− λ(k)ψ(s) (1.25)
Ce re´sultat est connu sous le nom de formule de Montroll-Weiss [Montroll and Weiss,
1965], et constitue le re´sultat majeur de l’approche CTRW qui transforme les nombres
de “pas” discret en un temps. Le mode`le CTRW est donc bien de´fini, sous condition
d’existence des fonctions ge´ne´ratrices des moments de ψ et de fonction ge´ne´ratrice de l.
Cependant, ce n’est pas toujours le cas.
Si ψ(τ) admet un premier moment et p(l) un second moment, alors une diffusion nor-
male est obtenue, mais suivant la forme de ces distributions les probabilite´s de de´placement
ne sont pas force´ment Gaussiennes [Klafter and Sokolov, 2011]. En revanche, si la distri-
bution du temps d’attente a une queue longue, comme la loi puissance suivante :
ψ(τ) ∼ 1
τ 1+β
(1.26)
alors dans le cas β < 1, on obtient une sous-diffusion avec un exposant α = β. Dans tous
les cas, l’e´cart quadratique moyen e´volue proportionnellement au nombre moyen de sauts
re´alise´s jusqu’a` l’instant conside´re´ 〈n(t)〉 :
〈X2(t)〉 = 〈l2〉〈n(t)〉 (1.27)
Les e´tudes expe´rimentales mentionne´es dans cette partie montrent que la diffusion de
particules inertes peut eˆtre complexe, par exemple lorsqu’elle est contrainte par le milieu
environnant ou que l’e´nergie ne´cessaire au de´placement n’est plus d’origine thermique.
On a vu notamment comment une suspension active pouvait modifier le comportement
de traceurs inertes. Le de´placement des particules actives elles-meˆme n’est donc pas trivial,
et continue de faire l’objet de nombreuses e´tudes et discussions.
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1.3.3 Diffusion de syste`mes actifs
Les premie`res e´tudes sur la motilite´ d’organismes actifs (en l’occurrence des bacte´ries
Escherichia coli) ont fait e´tat de l’existence d’une motilite´ intermittente [Berg and Brown,
1972] : le mouvement est divise´ en pe´riodes de mouvements rapides appele´s “runs” et en
pe´riodes de mouvements localise´s appele´s “tumbles”. Les premiers servent au de´placement
des micro-organismes, les deuxie`mes a` leur re´orientation dans le domaine d’e´tude. De plus,
le mouvement pendant les “runs” n’est pas ale´atoire car les bacte´ries semblent se de´placer
selon une direction pre´cise.
L’e´tude du mouvement de la micro-algue Chlamydomonas reinhardtii a mis en e´vidence
l’existence d’une e´chelle τp de temps en-dessous de laquelle le mouvement e´tait balistique
(α = 2), avant qu’une diffusion normale soit retrouve´e a` temps long [Rafa¨ı et al., 2010,
Garcia et al., 2010]. Ce re´sultat rappelle la diffusion de microbilles dans un bain de
bacte´ries Escherichia coli [Wu and Libchaber, 2000] mentionne´ dans la partie pre´ce´dente.
La phase de mouvement balistique corrobore l’existence d’une corre´lation dans les de´place-
ments aux temps courts, corre´lation qui disparaˆıt au bout du temps τp, les trajectoires a`
temps longs se ramenant a` une diffusion normale.
Dans le cas de la “twitching motility”, on l’a vu, le mouvement est ge´ne´re´ par la
re´tractation de pili de type IV. La figure 1.14 montre une trajectoire typique d’une
bacte´rie Neisseria gonorrhoeae. Pendant certaines pe´riodes, la bacte´rie se de´place en ligne
droite, tandis que pendant d’autres pe´riodes, elle reste confine´e autour d’une position fixe.
Figure 1.14 – Trajectoire typique d’une bacte´rie Neisseria gonorrhoeae dont les positions
sont enregistre´es toutes les secondes. Les pe´riodes de faible motilite´ sont en orange, les
pe´riodes de haute motilite´ en rouge. Encart : Microscopie e´lectronique en transmission
d’une Neisseria gonorrhoeae avec ses pili de type IV. Image extraite de [Zaburdaev et al.,
2014].
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Une telle motilite´ intermittente se retrouve chez de nombreux animaux [Dieterich et al.,
2008,Ginelli et al., 2015,Viswanathan et al., 1996] 3. La mode´lisation de ces mouvements
complexes ne se fait plus avec des marches ale´atoires classiques, mais avec des mode`les
plus complexes comme les marches de Le´vy ou vols de Le´vy, qui permettent de de´crire des
pe´riodes de de´placements localise´s suivis de grands de´placements. Ces mouvements inter-
mittents pourraient traduire une strate´gie de recherche de nourriture optimale [Be´nichou
et al., 2011] ou` les animaux changent de zone de recherche par des grands de´placements.
1.3.4 Diffusion anisotrope
Si l’optimisation de la strate´gie de recherche permet de mieux interpre´ter l’abondance
de l’intermittence, il reste que le mouvement des organismes vivants est aussi fortement
influence´ par les conditions dans lesquelles ils e´voluent. Ils ont par exemple un inte´reˆt a`
se de´placer vers les zones les plus favorables a` leur survie s’ils de´tectent qu’une zone est
meilleure qu’une autre. Plusieurs sources a` ces mouvements anisotropes appele´es “taxies”
ont e´te´ mises en e´vidence, cette partie liste celles qui nous inte´ressent dans le cadre de
cette the`se.
Chimiotaxie
L’un des exemples les plus connus est celui de la chimiotaxie : les bacte´ries sont attire´es
dans les zones de forte concentration en nutriments, et ont tendance a` s’e´loigner des zones
contenant des substances toxiques. L’une des premie`res e´tudes sur la bacte´rie Escherichia
coli indique que les bacte´ries font des “runs” plus longs dans le sens du gradient de
concentration en nutriment [Berg and Brown, 1972]. Une autre e´tude expe´rimentale [Segall
et al., 1986] s’est attache´e a` caracte´riser la re´ponse de ces bacte´ries a` des e´chelons ou des
impulsions de concentration de nutriments. Pour cela, les bacte´ries sont attache´es a` un
substrat, et on analyse les mouvements de rotation de leurs flagelles laisse´s libres. La
figure 1.15 reproduit les re´sultats expe´rimentaux de cette expe´rience : la probabilite´ que
les flagelles tournent dans le sens trigonome´trique (et ge´ne`rent un “run”) augmente peu
apre`s l’injection de nutriments, avant de revenir au niveau initial. La courbe expe´rimentale
est retrouve´e apre`s inte´gration de la re´ponse a` une impulsion de nutriments.
Ces re´sultats s’inscrivent dans la the´orie de la re´ponse line´aire, qui pre´dit que la
sortie S(t) d’un syste`me contraint par une entre´e F (t) peut s’e´crire comme le produit
de convolution de cette entre´e par une certaine fonction re´ponse R(t), selon l’e´quation
suivante :
S(t) =
∫ t
−∞
R(t− t′)F (t′) dt (1.28)
3. Cette dernie`re e´tude a d’ailleurs suscite´ une controverse scientifique sur la mode´lisation des donne´es
expe´rimentales [Edwards et al., 2007].
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Figure 1.15 – Probabilite´ que les flagelles d’Escherichia coli tournent dans le sens
trigonome´trique apre`s un e´chelon de concentration en nutriment, en fonction du temps
(trait e´pais). La barre verticale indique l’injection de nutriments. Le trait fin indique
l’inte´gration de la re´ponse a` une impulsion de concentration en nutriments. Image extraite
de [Segall et al., 1986].
L’e´criture de l’e´quation 1.28 implique de nombreuses proprie´te´s pour le syste`me,
comme la line´arite´, la stationnarite´ et la causalite´. [De Gennes, 2004] a propose´ ce cadre
pour l’e´tude de la re´ponse chimiotactique d’un syste`me bacte´rien. Cela a abouti a` l’obten-
tion de diverses propositions pour la fonction re´ponse [Clark and Grant, 2005,Celani and
Vergassola, 2010] qui se superposent aux donne´es expe´rimentales de [Segall et al., 1986],
comme par exemple :
R(t) = Aλe−λt(λt− (λt)2/2) (1.29)
Dans cette e´quation, A est un parame`tre d’amplitude arbitraire, et λ est inversement
proportionnel au temps de run moyen en l’absence de flux de nutriments.
Durotaxie
Outre les flux de compose´s chimiques, le de´placement de micro-organismes peut eˆtre
affecte´ par la durete´ de la surface sur laquelle ils e´voluent et ainsi migrer vers les zones
les plus dures du substrat [Lo et al., 2000, Raab et al., 2012, Missirlis and Spatz, 2014].
Ce phe´nome`ne, encore peu e´tudie´, s’appelle la durotaxie.
La relation entre durete´ du substrat et vitesse de de´placement est parfois ambigue¨,
mais il est admis qu’il existe une persistance du de´placement plus longue sur les surfaces
dures [Novikova et al., 2017]. La dure´e de persistance est de´finie comme le temps τp
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se´parant un re´gime balistique (α = 2) d’un re´gime de diffusion normale (α = 1), comme
renseigne´ dans la partie 1.3.3. Il semble que la durotaxie n’e´merge pas directement d’un
mouvement dans la direction du gradient de durete´, mais qu’elle est plutoˆt la conse´quence
d’une dure´e de persistance plus longue sur les substrats durs, ce qui cre´e un biais dans la
marche ale´atoire.
Phototaxie
En revanche, un autre biais bien connu chez les organismes photosynthe´tiques est leur
propension a` se de´placer suivant la direction d’une source de lumie`re. La phototaxie est
dite positive si le de´placement s’effectue vers la direction de la source, et ne´gative sinon.
Ce phe´nome`ne a e´te´ observe´ chez la Synechocystis il y a une vingtaine d’anne´es [Choi
et al., 1999]. La re´ponse des cyanobacte´ries a` la lumie`re de´pend de l’intensite´ et de la
longueur d’onde de la stimulation [Mullineaux, 2001, Chau et al., 2017] ; ne´anmoins la
caracte´risation comple`te du ge´nome de Synechocystis a permis l’identification de ge`nes
photore´cepteurs [Yoshihara and Ikeuchi, 2004,Chau et al., 2015].
La membrane des cellules pourrait faire office de lentille et inhiber ainsi la formation
de pili a` l’aval de la source lumineuse. Il en re´sulte un mouvement vers la source, comme
les pili restant tirent la cellule dans cette direction [Schuergers et al., 2016]. En tout cas,
des observations directes des pili montrent qu’un flux lumineux directionnel induit une
distribution spatiale asyme´trique des pili [Nakane and Nishizaka, 2017].
Les de´placements de Synechocystis sous un flux lumineux peuvent donner lieux a`
des instabilite´s de digitation [Ursell et al., 2013], qui sont pre´sente´es en figure 1.16. Les
bacte´ries cre´ent des projections qui ressemblent a` des doigts dans la direction de la lumie`re.
Ces re´sultats indiquent e´galement que l’e´mergence de cette instabilite´ de´pend de la densite´
initiale de bacte´ries, et sugge`rent que les bacte´ries peuvent influencer de manie`re endoge`ne
la motilite´ de leurs voisines.
1.3.5 Effets collectifs sur la dynamique diffusive
Lorsque la densite´ de particules actives est suffisamment e´leve´e pour permettre l’in-
teraction entre voisins, des e´tudes expe´rimentales ont montre´ l’e´mergence de structures
cohe´rentes, au sein desquelles les mouvements des particules sont corre´le´s [Dombrowski
et al., 2004, Gachelin et al., 2014]. Des zones de grands de´placements sont se´pare´es par
des “tourbillons” ou` les vitesses sont faibles. Par analogie avec la me´canique des fluides,
ce phe´nome`ne est appele´ “bio-turbulence”. Il souligne la capacite´ des micro-organismes a`
s’associer de`s qu’ils sont suffisamment proches.
Mais meˆme en re´gime dilue´ des interactions peuvent exister. Par exemple, les traces
compose´es d’exopolysaccharides (EPS) laisse´es par les cellules motiles influencent le com-
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Figure 1.16 – Instabilite´ de digitation observe´e apre`s 49h d’e´clairage unidimensionnel
d’une goutte de 2mm de suspension de Synechocystis sur de l’agar. Les re´sultats sont
donne´s pour plusieurs densite´s optiques (OD) initiales, de la solution la moins concentre´e
a` la plus concentre´e. Image extrait de [Ursell et al., 2013].
Wild Type High EPS producer Low EPS producer
Figure 1.17 – Densite´ de probabilite´ des vitesses de diffe´rentes souches de Myxococcus
xanthus, qui posse`dent diffe´rentes proprie´te´s de production d’EPS. Les vitesses ont e´te´
prises en Bande supe´rieure : histogrammes totaux. Bande infe´rieure : histogrammes en
ayant exclu les vitesses infe´rieures a` 1 µm.min−1. Image extraite de [Hu et al., 2016].
portement moyen du syste`me, comme l’indique la figure 1.17 extraite de l’e´tude [Hu et al.,
2016]. Ces re´sultats portant sur la souche Myxococcus xanthus indiquent que la distribu-
tion des probabilite´s de vitesse est modifie´e suivant la capacite´ des bacte´ries a` produire
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des EPS : ceux-ci limitent la vitesse de de´placement des bacte´ries.
Une autre article a e´tudie´ la dynamique de Pseudomonas aerigunosa en quantifiant
la manie`re dont les bacte´ries explorent leur environnement par le nombre de visites par
unite´ de surface. Les distributions correspondantes, pour diffe´rents taux de production
d’EPS, sont donne´es en figure 1.18. Elles sont mode´lise´es par des lois puissances dont
les exposants refle`tent les tendances : un exposant tre`s ne´gatif indique un comporte-
ment plus “e´galitaire”, tandis qu’un exposant tendant vers 0 indique un comportement
“hie´rarchique” . Les re´sultats de cette e´tude montrent que plus la production d’EPS est
importante, plus les cellules ont tendance a` s’accumuler dans les zones riches en EPS.
Cette accumulation est aussi l’une des e´tapes vers l’organisation des bacte´ries en micro-
colonies, et la formation de structures plus complexes comme les biofilms.
(a) (b)
EPS
Figure 1.18 – (a) Distribution de probabilite´ du nombre de visites par unite´ de surface,
pour des bacte´ries Pseudomonas aerigunosa. Les symboles noirs, verts et rouges indiquent
des quantite´s croissantes d’EPS relaˆche´s, comme indique´ par la fle`che bleue. (b) Sche´ma
repre´sentatif de l’interpre´tation des re´sultats expe´rimentaux : une pente forte correspond
a` un comportement plus e´galitaire, tandis qu’une pente tendant vers l’horizontale indique
un comportement plus hie´rarchique. Image extraite de [Zhao et al., 2013].
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1.4 Colonisation de surface
1.4.1 Les biofilms : un ancien mode de survie
La capacite´ de bacte´ries a` se rassembler en biofilms remonte aux origines de la vie sur
terre, comme l’indique la de´couverte d’un stromatolithe 4 de 3,7 milliards d’anne´es [Nut-
man et al., 2016]. Cette forme d’organisation se retrouve aussi chez les arche´es, mais
aussi avec des formes cellulaires plus sophistique´es comme les champignons [Fanning and
Mitchell, 2012] et les micro-algues [Leadbeater and Callow, 1992].
Au sein du biofilm, les bacte´ries sont entoure´es d’une matrice qu’elles produisent elles-
meˆmes, constitue´e notamment d’EPS, de prote´ines, et d’ADN. Cette matrice joue le roˆle
d’agent protecteur face aux conditions exte´rieures, et semble e´galement faciliter la commu-
nication inter-cellulaire (“quorum sensing”) [Solano et al., 2014]. La structure comple`te du
biofilm de´pend de la topologie de la surface, de sa composition chimique, et du transport
de matie`re en son sein [Mazza, 2016].
Si la re´sistance aux agressions exte´rieures est be´ne´fique du point de vue des cellules,
elle est proble´matique dans de nombreux domaines. L’un des exemples les plus connus
est le “biofouling”, ou l’accumulation de divers organismes sur les surfaces immerge´es
(figure 1.19(a)), e´tudie´ depuis pre`s d’un demi-sie`cle [Marshall et al., 1971]. En milieu
me´dical, de nombreuses pathologies sont dues a` des prolife´rations bacte´riennes sous forme
de biofilm, comme les infections nosocomiales cause´es par la Staphylococcus aureus (fi-
gure 1.19(b)). Ici, le biofilm empeˆche les traitements d’agir sur les cellules pathoge`nes.
D’autre part, la contamination des produits est toujours proble´matique dans l’industrie
agro-alimentaire, comme l’illustre la figure 1.19(c). Enfin, dans le contexte de la produc-
tion d’e´nergies renouvelables, les biofilms interviennent encore a` la surface des photo-
biore´acteurs, comme l’indique la figure 1.19(d). Ils pe´nalisent alors le rendement de l’en-
semble du syste`me, en empeˆchant l’homoge´ne´isation de l’e´nergie solaire dans le volume
fluide. Ce phe´nome`ne est notamment proble´matique pour les applications potentielles
reposant sur l’exploitation des substances extracellulaires produites par les Synechocystis.
1.4.2 Me´canismes de formation d’un biofilm
Afin de lutter contre la formation de biofilms, il est ne´cessaire d’en connaˆıtre les e´tapes.
Celles-ci sont re´sume´es en figure 1.20. On retrouve notamment :
– Le transport des cellules vers les surfaces. Cela peut se re´aliser par un processus de
se´dimentation dans le cas de surfaces horizontales, ou bien par des courants fluides.
– L’adhe´sion des cellules sur la surface, puis leur motilite´ qui leur permet d’analyser
leur environnement.
4. Fossiles compose´s de mine´raux capte´s par des couches d’organismes vivants recouvrant la surface
d’une roche
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(a) (b)
(c) (d)
Figure 1.19 – Exemples de de´veloppement proble´matique de biofilm. (a) Biofouling sur
des coques de bateaux [Callow and Callow, 2011]. (b) Biofilm de Staphylococcus aureus
(en bleu) entre un cathe´ter (en gris) et le tissu hoˆte (en violet). Les fle`ches indiquent des
cellules hoˆtes e´loigne´es du cathe´ter [Thurlow et al., 2011]. (c) Biofilm de Bacillus cereus
sur un tuyau en acier inoxydable, dans l’industrie alimentaire [Simo˜es et al., 2010]. (d)
Re´sidu de micro-algues (Chlorella vulgaris) sur les parois de photobiore´acteurs apre`s avoir
extrait leur contenu [Burns, 2012].
– L’agre´gation des cellules entre elles, qui peut se faire par “quorum sensing” ou par
liaison via des appendices, notamment les pili de type IV. Les re´sultats pre´sente´s
en partie 1.3.5 sugge`rent aussi que la transition de la phase de motilite´ a` la phase
d’agre´gation peut eˆtre influence´e par la se´cre´tion d’EPS.
– La croissance du biofilm, ou` intervient notamment la reproduction des cellules, le
plus souvent par division cellulaire. Une structure en trois dimensions e´merge.
– La dispersion du biofilm, une fois que l’agre´gat a atteint une taille critique, les
cellules de la couche supe´rieure sont relargue´es dans le volume, et atteignent une
nouvelle zone de la surface.
La manie`re dont les cellules adhe`rent a` la surface et s’attachent les unes aux autres
constitue ainsi une e´tape importante dans la compre´hension de la formation du biofilm.
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Interaction
Figure 1.20 – Sche´ma de principe des diffe´rentes e´tapes de la formation d’un biofilm
sur une surface.
Les cellules se comporteraient comme des particules passives, qui interagiraient avec les
surfaces via des forces de Van der Waals. Une revue liste les diffe´rents mode`les d’adhe´sion
possibles [Schwarz and Safran, 2013]. La force d’adhe´sion de´pend alors de la surface de
contact entre la bacte´rie et le substrat. Cette aire de contact peut eˆtre calcule´e avec le
mode`le JKR [Johnson et al., 1971], dont il semble qu’il peut s’appliquer a` l’adhe´sion
intercellulaire [Chu et al., 2005].
Une autre manie`re d’envisager l’adhe´sion cellulaire est un me´canisme de liaison chi-
mique. Celui-ci a donne´ naissance a` un mode`le [Bell, 1978] liant la probabilite´ de rupture
d’une liaison chimique a` la force applique´e sur cette liaison. Ce mode`le a e´te´ applique´ avec
succe`s a` la mode´lisation des liaisons entre des pili et une surface [Bjo¨rnham and Axner,
2010]. Cette e´tude a reproduit la non-line´arite´ de la relation entre la de´formation du pili
et la force ge´ne´re´e, de´crit en figure 1.10, page 27.
Dans le cas de la Synechocystis, il semble que les pili sont implique´s dans l’adhe´sion
cellulaire [Bhaya et al., 2000], traduisant un me´canisme d’adhe´sion actif. Ce me´canisme
peut eˆtre renforce´ par la pre´sence d’EPS, qui eux aussi semblent favoriser l’adhe´sion des
cellules au substrat [Ma et al., 2006]. La figure 1.21 pre´sente des re´sultats re´cents de [Hu
et al., 2016] qui reportent une forte corre´lation entre l’adhe´sion et la production d’EPS.
Cette augmentation de l’adhe´sion cellulaire peut provenir du fait que les EPS favorisent
la communication inter-cellulaire [Limoli et al., 2015], et empeˆchent les cellules d’effectuer
de grands de´placements, comme de´ja` souligne´ en partie 1.3.5.
Aussi, l’adhe´sion a` la surface est comple´te´e par l’adhe´sion des cellules entre elles, pour
former des amas agre´ge´s. Ces interactions sont rappele´es par la fle`che verte en figure 1.20.
Des e´tudes re´centes de formation de micro-colonies [Weber et al., 2015, Taktikos et al.,
2015,Bonazzi et al., 2018] proposent une mode´lisation base´e sur l’interaction entre cellules
via les pili. Cette interaction peut se produire lorsque la distance se´parant deux bacte´ries
est infe´rieure a` une certaine distance d’interaction. Comme ces appendices sont souvent
plus grands que la taille d’une cellule, les distances d’interaction sont supe´rieures au
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Figure 1.21 – Lien entre production d’EPS et adhe´sion pour diffe´rentes souches de la
bacte´rie Myxococcus xanthus. Image extraite de [Hu et al., 2016].
diame`tre cellulaire.
1.4.3 Roˆle de la durete´ du substrat
Parmi les proprie´te´s physiques influenc¸ant la formation d’un biofilm, on peut citer la
charge de surface, l’e´nergie de surface, la rugosite´ [Song et al., 2015]. Pour des bacte´ries Ba-
cillus circulans croissant sur de l’agar, la morphologie de la colonie a e´te´ caracte´rise´e
suivant deux parame`tres principaux : la quantite´ de nutriments disponibles, et la durete´
du substrat d’agar [Eiha et al., 2002].
En ce qui concerne la durete´ du substrat, l’un des premiers articles sur le sujet [Bakker
et al., 2003] sugge`re que la bacte´rie marine Marinobacter hydrocarbonoclasticus adhe`re
plus sur un substrat plus rigide. Des conclusions similaires ont e´te´ obtenues ensuite
avec d’autres micro-organismes [Lichter et al., 2008, Pozos Vazquez et al., 2009, Kolewe
et al., 2015]. L’une des explications possibles pourrait eˆtre l’augmentation de la re´sistance
me´canique du substrat a` la force de´veloppe´e pour le de´placement, ce qui augmenterait la
dure´e de la liaison cellule/substrat [Lichter et al., 2008].
Mais d’autres travaux re´cents viennent ne´anmoins nuancer cette conclusion : si la
souche Pseudoalteromonas sp. D41 adhe`re plus aux surfaces dures, la souche Bacillus
sp. 4J6 forme au contraire des micro-colonies plus importantes sur les substrats les plus
mous [Gue´gan et al., 2014]. Le meˆme re´sultat a e´te´ observe´ avec des colonies d’Escherichia
coli [Saha et al., 2013]. Des expe´riences re´centes re´alise´es avec cette meˆme souche et
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des Pseudomonas aeruginosa sur du polydime´thylsiloxane (PDMS) indiquent e´galement
une pre´sence plus forte d’agre´gats sur les surfaces molles [Song and Ren, 2014]. Ces obser-
vations pourraient s’expliquer par la de´formation plus grande du substrat sur les surfaces
molles, qui engendrerait une augmentation de la surface de contact bacte´rie/substrat, et
ainsi augmenter la force d’adhe´sion.
En conclusion, aucune tendance nette n’e´merge entre la rigidite´ du substrat et la
formation d’un biofilm. Et si l’influence de la durete´ du substrat sur la motilite´ a e´galement
e´te´ note´e [Zhang et al., 2014,Novikova et al., 2017], il n’existe pas a` notre connaissance de
mode`le complet reliant cette durete´, la motilite´, et la dynamique de formation du biofilm.
La recherche de corre´lations entre ces grandeurs est l’un des objets de cette the`se.
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Chapitre 2
Mate´riel et me´thodes
Les mesures expe´rimentales utilise´es dans les diffe´rents chapitres de cette the`se pre´sen-
tent certains e´le´ments communs de´crits ici. Les me´thodes plus spe´cifiques sont de´taille´es
avec les re´sultats, au moment ou` elles sont ne´cessaires.
2.1 Culture des bacte´ries
La souche sauvage (WT) de la cyanobacte´rie Synechocystis sp. PCC6803 a e´te´ obtenue
a` l’Institut Pasteur. Les cellules ont e´te´ cultive´es dans le milieu BG11 standard, dont la
composition est donne´e dans le tableau 2.1, en me´langeant 3 mL de solution me`re avec
47 mL de milieu de culture. Les suspensions sont agite´es par un agitateur magne´tique
tournant a` 360 tours par minute, dans une chambre a` 20◦C. Elles sont place´es sous une
lumie`re blanche de 1.3 W.m−2 pendant sept jours, puis prive´es de lumie`re pendant 24
heures, et enfin de nouveau remises sous les meˆmes conditions d’e´clairage pendant deux
heures avant chaque expe´rience. Les cyanobacte´ries sont alors en phase de croissance
exponentielle. Le protocole d’alternance des conditions d’e´clairage permet d’homoge´ne´iser
le comportement des bacte´ries, en re´initialisant leur horloge interne [Straub et al., 2011],
et ainsi d’obtenir davantage de bacte´ries motiles. Les suspensions sont ensuite dilue´es
entre 2 et 20 fois dans du milieu de culture avant introduction dans la cellule de mesure.
La lumie`re utilise´e pour la culture provient de tubes de lumie`re blanche fluorescente
(2700 K), d’une puissance de 6 W. Les intensite´s lumineuses sont mesure´es avec un
luxme`tre LX1010B. A` moins que cela ne soit pre´cise´, les expe´riences ont e´te´ re´alise´es
avec la souche sauvage. Des souches mutantes, de´crites en partie 3.4.2, sont e´galement
utilise´es.
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1) Table anti-vibration
2) Structure en Norcan
3) Source de lumière
4) Caméra monochrome
5) Ensemble d’illumination en ligne 
6) Homogénéiseur de lumière
7) Adaptateur d’objectif Nikon CF160
8) Système de déplacement 3D
9) Correcteur pour ojectif Nikon CFI60
10) Plaque support en aluminium
11) Echantillon de mesure
Figure 2.1 – Dispositif expe´rimental permettant l’enregistrement de la dynamique dif-
fusive des cyanobacte´ries.
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Solution de BG11 Pre´paration des solute´s Solution Finale
Solution Masse molaire (g/mole) Ci (mM) Masse (g/50 mL) Cf (mM) ml Stock soution
NaN03 85 3530 15 18 5
K2HPO4 174 35 0.3 0.18 5
MgSO4, 7 H2O 246 61 0.75 0.3 5
CaCl2, 2H2O 147 49 0.36 0.25 5
Citric acid, 1 H2O 210 6 0.063 0.03 5
EDTA, 2Na, 2H2O 372 0.47 0.009 0.0023 5
Na2CO3 106 75 0.4 0.38 5
(NH4)2Fe(SO4)2, 6H2O 392 6 0.12 0.03 5
Metal traces 1
TABLEAU 2.1 – Concentration des diffe´rents mine´raux ne´cessaires a` la pre´paration du
milieu de culture BG11
2.2 Cellule ferme´e
La figure 2.1 pre´sente le dispositif expe´rimental complet utilise´ pour enregistrer la
dynamique diffusive des cyanobacte´ries. Celles-ci sont introduites dans une cellule de
mesure, et observe´es en microscopie inverse par une came´ra dont les de´tails sont donne´s
en partie 2.6. Un dispositif d’e´clairage assure une illumination suffisante pour la prise
de vide´os. Il est possible d’analyser diffe´rentes zones de l’e´chantillon graˆce a` syste`me de
de´placement en trois dimensions assure´ par autant de vis de re´glages. L’ensemble est
relie´ par une structure en Norcan et pose´ sur une table anti-vibrations (Newport VIBe
Mechanical Vibration Isolation Platform, 24 x 30 inches, 75-140 lbs) afin de limiter le
bruit expe´rimental.
La cellule de mesure est constitue´e par une lame de microscope a` cavite´ BRAND R©
(26×76 mm), dont une image est donne´e en figure 2.2(a). Une goutte de suspension de
bacte´ries est de´pose´e dans cette cavite´, qui est ensuite ferme´e par une lamelle (Menzel-
Gla¨ser, 22×22 mm) et scelle´e avec de la graisse a` vide. La surface sur laquelle diffusent
les bacte´ries est alors celle de la lamelle plane utilise´e pour ferme´e la cellule. Un sche´ma
de la fabrication de cette cellule est donne´ en figure 2.2(b).
La cohe´sion entre la lamelle de verre et la lame a` cavite´ est assure´e naturellement par
capillarite´. Ne´anmoins, l’utilisation de graisse a` vide sur le pe´rime`tre de la lamelle permet
de garantir l’absence d’e´vaporation et de convection qui perturberaient la motilite´ des
bacte´ries. Ce protocole permet d’obtenir des de´placements isotropes dans l’e´tude de la
diffusion libre des Synechocystis.
2.3 Canal micro-fluidique
Pour les expe´riences ne´cessitant la mise en place d’un flux convectif, les Synechocystis
sont introduites dans un canal microfluidique Dolomite (figure 2.3). Ce syste`me permet
d’observer les mouvements de cellules vivantes dans un canal, tout en pouvant imposer
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Lame à cavité propre Ajout d’une goutte de 
suspension de bactéries
Fermeture avec une 
lamelle en verre
Ajout de graisse pour 
sceller l’ensemble
La cellule retournée est 
prête à être utilisée
(a) (b)
Figure 2.2 – (a) Image de la lame a` cavite´ BRAND R© utilise´e pour former la cellule de
mesure. (b) Sche´ma des diffe´rentes e´tapes de la construction d’un e´chantillon.
Figure 2.3 – Image du canal microfluidique en jonction Y Dolomite avec les interfaces
et les connecteurs utilise´s expe´rimentalement.
un gradient de pression dans le syste`me. Ce gradient de pression ge´ne`re alors un flux qui
entraˆıne la suspension bacte´rienne. Les Synechocystis, de´pourvues de flagelles, sont porte´es
par le courant a` la manie`re de particules inertes. Le syste`me microfluidique n’est pas utilise´
ici classiquement pour e´tudier l’influence d’un e´coulement sur la motilite´ des cellules,
mais pour renouveler la population bacte´rienne : on laisse diffuser les Synechocystis sur
la surface du microcanal, puis on les enle`ve en imposant un flux qui les emporte, et enfin
on stoppe le flux pour permettre a` une nouvelle population de se de´placer librement sur
la surface de diffusion des pre´ce´dentes.
Le dispositif expe´rimental est de´crit en figure 2.4. Un controˆleur de pression, commande´
par ordinateur, permet d’injecter de l’air dans les sorties 1 ou 2. L’injection d’air dans la
sortie 1 permet d’amener les bacte´ries au canal microfluidique. Une fois le canal atteint,
la pression en sortie 1 est abaisse´e et une contre-pression est amene´e par la sortie 2 pour
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Figure 2.4 – Sche´ma du dispositif expe´rimental pour l’expe´rience en microfluidique. Les
flux d’air sont en jaune, les flux de solution bacte´rienne en vert, et les flux d’information
en bleu.
annuler le flux. Les trajectoires des bacte´ries sont enregistre´es par une came´ra CCD. Apre`s
une heure d’enregistrement, la pression en sortie 1 est de nouveau augmente´e. Cela cre´e
un flux emportant les bacte´ries pre´sentes dans le canal micro-fluidique. Une fois que les
bacte´ries initialement pre´sentes sur la surface ont e´te´ enleve´es, la pression en sortie 1 est
de nouveau abaisse´e et le flux annule´ en imposant une contre-pression en sortie 2. De
nouvelles bacte´ries se´dimentent sur la surface, et leurs de´placements sont enregistre´s pour
une nouvelle heure d’enregistrement.
2.4 Cellule ouverte
Les dispositifs de´crits pre´ce´demment sont adapte´s a` l’observation de la dynamique des
bacte´ries en re´gime dilue´ et pendant un temps infe´rieur au temps de division cellulaire.
Afin d’e´tudier plus pre´cise´ment la formation de micro-colonies et la croissance de biofilm,
il est ne´cessaire de maintenir les Synechocystis dans les conditions de culture pendant
l’observation. Cela implique de maintenir un e´clairage adapte´ ainsi que la pe´rennite´ des
e´changes gazeux, et le dispositif d’acquisition d’images est donc inse´re´ dans l’incubateur.
Un sche´ma de l’installation est donne´ en figure 2.5. Le dispositif optique, la table anti-
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Figure 2.5 – Sche´ma du dispositif expe´rimental pour l’e´tude de croissance de biofilm.
vibration et le syste`me de de´placement de la came´ra sont les meˆmes que ceux utilise´s
pre´ce´demment.
Le but de cette expe´rience est d’observer la formation d’un biofilm sur des surfaces
de diffe´rentes natures : une surface de verre, et trois surface de polydime´thylsiloxane
(PDMS) de diffe´rentes durete´s. Le PDMS est un polyme`re organique silicone´, non toxique
et biocompatible. Il est cre´e´ en faisant re´agir une base et un agent re´ticulant (Sylgard 184).
En changeant le ratio base/agent re´ticulant, on peut modifier les proprie´te´s viscoe´lastiques
du PDMS. Un ratio faible donnera un mate´riau principalement e´lastique, tandis qu’un
ratio e´leve´ conduira a` un comportement plutoˆt visqueux [Murrell et al., 2011]. L’utilisation
de PDMS diffe´rents permet de faire varier la rigidite´ du substrat sans changer la tension
de surface. Les ratios utilise´s ici sont 5 : 1, 10 : 1 et 25 : 1. Ils sont recense´s dans le
tableau 2.2, avec les diffe´rents volumes utilise´s pour l’obtention d’une solution finale de
12 mL et les module d’Young obtenus dans la litte´rature [Wang et al., 2014].
Ratio agent re´ticulant/base Volume agent re´ticulant (mL) Volume base (mL) Module d’Young E (MPa)
PDMS 1:5 2 10 3.59
PDMS 1:10 1.1 10.9 2.61
PDMS 1:25 0.46 11.54 0.98
TABLEAU 2.2 – Re´capitulatif des diverses surfaces de PDMS utilise´es, avec les volumes
d’agent re´ticulant et de base ne´cessaire pour l’obtention de 12 mL de solution finale. Les
modules d’Young indique´s sont repris de [Wang et al., 2014].
Les solutions finales de 12 mL sont verse´es dans des boˆıte de Pe´tri puis laisse´es 48
heures a` tempe´rature ambiante pour laisser la re´action chimique s’ope´rer. Les pre´parations
de PDMS obtenues font environ 3 mm d’e´paisseur, et sont de´coupe´es en carre´s de 22×22
mm avec un scalpel ste´rile. La surface en verre est une lamelle classique (Menzel-Gla¨ser,
22×22 mm). Les quatre surfaces sont colle´es au fond de la boˆıte de Pe´tri avec une colle
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silicone´e. En raison de cette colle et de l’e´paisseur des substrats, les cyanobacte´ries ne sont
plus observe´es en microscopie inverse, mais en microscopie directe. Les e´chantillons sont
mis en place 48 heures avant l’introduction de la solution bacte´rienne dans la boˆıte de
Pe´tri afin de permettre l’e´vacuation des vapeurs de colle e´ventuelles. La boˆıte de Pe´tri est
ensuite scelle´e avec du Parafilm R© M pour e´viter l’e´vaporation. Le couvercle de la boˆıte
est perce´ d’un trou de 2 mm de diame`tre pour permettre la respiration cellulaire. Ce trou
peut entraˆıner la cre´ation d’un le´ger flux convectif lie´ a` l’e´vaporation de la solution. Une
photographie de la boˆıte de Pe´tri avec les diffe´rentes surfaces est donne´e en figure 2.6.
Figure 2.6 – Photographie de la boˆıte de Pe´tri utilise´e pour les expe´riences de coloni-
sation.
2.5 Etude de la phototaxie
Afin d’e´tudier les proprie´te´s phototactiques des Synechocystis, nous observons leur
de´placement sous des conditions d’e´clairement anisotropes. Le gradient de lumie`re est ob-
tenu avec une LED Farnell (5 mm, 4000K, 4.7 cd), introduite dans un dispositif permet-
tant de re´gler sa position et son orientation. L’acquisition d’images se fait avec la came´ra
de´crite dans la partie 2.6. La figure 2.7 montre une image du dispositif expe´rimental utilise´
pour ces expe´riences. Afin d’e´viter les perturbations lumineuses, un cache est ajoute´, de
telle sorte que la lumie`re ne provienne que de la diode. Ce cache maximise l’e´clairage duˆ
a` la diode par rapport a` l’e´clairage ambiant.
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Figure 2.7 – Photographie du dispositif permettant l’e´tude du mouvement phototactique
des Synechocystis, ou` le cache a e´te´ enleve´.
2.6 Acquisition et traitement d’images
La came´ra utilise´e dans toutes les expe´riences est une came´ra monochrome (Edmund
Optics) couple´e a` un objectif Nikon TU Plan 10X. Les vide´os sont enregistre´es avec une
re´solution spatiale de 0.62 µm, et une fre´quence d’e´chantillonnage de 1 image par seconde.
La taille typique d’une image est de 640 × 512 µm (800 × 640 pixels). Le contraste de
chaque image est augmente´ sous ImageJ, afin d’obtenir finalement des images binarise´es
ou` les bacte´ries apparaissent en blanc sur fond noir. Le processus de traitement d’images
est re´sume´ dans la figure 2.8.
L’analyse de la motilite´ des bacte´ries se fait avec les codes Matlab de´veloppe´s dans [Berg
et al., 2004], qui permettent dans un premier temps de repe´rer sur chaque image du film
les bacte´ries pre´sentes, puis d’associer les images successives entre elles pour reconstruire
les trajectoires. Chaque trajectoire est ainsi de´finie par ses positions successives en deux
dimensions. Nous conside´rons comme non motiles les trajectoires qui ont parcouru moins
de 3 µm. A` moins que l’inverse ne soit pre´cise´, ces trajectoires sont retire´es des ana-
lyses faites des re´sultats expe´rimentaux. Les me´thodes de calcul des caracte´ristiques du
de´placement (vitesse, MSD...) sont de´taille´es par la suite.
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Figure 2.8 – Proce´dure de traitement d’images, avec une image typique de 800 × 640
pixels. L’image brute (a` gauche) est importe´e dans ImageJ pour augmenter son contraste
(image du centre). Cela permet de rendre visible les bacte´ries (en noir). La dernie`re e´tape
correspond a` une binarisation (a` droite), qui permet un traitement des donne´es plus rapide
ensuite : les bacte´ries apparaissent en blanc sur fond noir.
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Chapitre 3
Ralentissement de la dynamique
diffusive
Bien que la pre´sence de pili de type IV soit connue chez la Synechocystis (voir fi-
gure 1.7), et que la “twitching motility” correspondante (de´crite en partie 1.2.2) ait de´ja`
e´te´ observe´e [Nakane and Nishizaka, 2017], on ne connaˆıt pas le type de diffusion associe´
au transport de ces bacte´ries. De plus, dans le cadre des applications potentielles de cette
souche, son interaction avec les surfaces doit eˆtre mieux comprise.
L’intermittence de la motilite´ ge´ne´re´e par la re´tractation des pili de type IV a e´te´
mise en e´vidence expe´rimentalement [Zaburdaev et al., 2014], avec des pe´riodes de mou-
vements directionnels et des pe´riodes de mouvements localise´s (figure 1.14). Dans le cas
de la Synechocystis, le type de motilite´ est connu mais une analyse de l’intermittence
e´ventuelle du mouvement reste a` pre´ciser, notamment sur les dure´es caracte´ristiques de
chaque pe´riode. En menant cette analyse, nous avons constate´ un ralentissement progres-
sif de la dynamique des cellules. Ce chapitre a pour but de de´crire la diffusion de surface
de la Synechocystis ainsi que le me´canisme a` l’origine de son ralentissement.
3.1 Se´dimentation
Nous utilisons le dispositif expe´rimental de´crit en figure 2.1. L’enregistrement des
vide´os commence juste apre`s l’introduction des Synecohcystis dans la cellule de mesure.
Avec la se´dimentation, le nombre N(t) de cyanobacte´ries de´tecte´es augmente avec le
temps, jusqu’a` ce qu’une valeur finale N∞ soit atteinte. En renormalisant N(t) par N∞,
les courbes expe´rimentales se superposent (figure 3.1). Le mode`le empirique propose´ en
e´quation 3.1 permet de retrouver les courbes expe´rimentales.
N(t) = N0 + (N∞ −N0)(1− e−t/τN ) (3.1)
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Figure 3.1 – Pour cinq expe´riences diffe´rentes, e´volution temporelle du nombre de
cyanobacte´ries de´tecte´es sur la surface divise´ par le nombre final de cellules. Le trait noir
correspond au fit empirique de´crit par l’e´quation 3.1.
Dans l’e´quation pre´ce´dentes τN = 2081 ± 4 s est un temps caracte´ristique de la
se´dimentation et N0 de´signe le nombre initial de bacte´ries pre´sentes a` la surface. N0
a e´te´ pris comme e´gal a` 0.16×N∞, ce qui correspond aux valeurs moyennes des donne´es
expe´rimentales.
Cette valeur du temps caracte´ristique est cohe´rente avec la vitesse de Stokes typique
d’un processus de se´dimentation vS = ∆ρgVp/6piηR, ou` ∆ρ est le constraste de masse
volumique entre le fluide et les bacte´ries, g est l’acce´le´ration de la gravite´, Vp est le volume
des cyanobacte´ries, R leur rayon et η ≈ 10−3 Pa.s la viscosite´ initiale de la suspension,
pre´ce´demment mesure´e par un capillaire horizontal. Avec ∆ρ = 100 kg.m−3 [Glaser and
Higgins, 1989], g = 9.81 m.s−2, R = 1.5 µm et la hauteur de la cellule de mesure h = 1mm,
on obtient τN ∼ 2000 s, proche du temps obtenu expe´rimentalement.
3.2 Ralentissement de la dynamique diffusive
L’e´cart quadratique moyen (voir partie 1.3.1) est ici calcule´ comme une moyenne
d’ensemble et temporelle de tous les e´carts quadratiques enregistre´s. Si ∆ est un intervalle
de temps donne´, N est le nombre de particules enregistre´es, Ti la longueur de la trajectoire
i, Xi(t) la position de la particule i a` l’instant t, alors le MSD est calcule´ de la manie`re
suivante :
MSD(∆) =
1
N
N∑
i=1
1
Ti −∆
Ti−∆∑
t=1
(Xi(t+ ∆)−Xi(t))2 (3.2)
3.2. RALENTISSEMENT DE LA DYNAMIQUE DIFFUSIVE 59
Afin d’e´tudier l’e´volution de la dynamique, nous de´finissons un MSD de´pendant du
temps, calcule´ sur des feneˆtres temporelles centre´es sur l’instant t pour diffe´rents inter-
valles de temps ∆ :
MSD(t,∆) =
1
Nδ
Nδ∑
i=1
1
δ −∆
t+δ/2−∆/2∑
t′=t−δ/2+∆/2
(
Xi(t
′ +
∆
2
)−Xi(t′ − ∆
2
)
)2
(3.3)
Dans l’e´quation 3.3, δ est le temps se´parant deux valeurs successives de t, et Nδ le
nombre de particules de´tecte´es entre les instants t− δ/2 + ∆/2 et t+ δ/2−∆/2.
La dynamique diffusive des Synechocystis est quantifie´e en calculant l’e´quation 3.3
pour un intervalle de temps 10 ≤ ∆ ≤ 80 s et un temps d’observation t couvrant toute
la vide´o d’une heure par intervalle de δ=200 secondes. La figure 3.2(a) montre que pour
chaque intervalle de temps t conside´re´, le MSD est line´aire en fonction de ∆, signe d’une
diffusion normale. En utilisant l’e´quation 1.8, applique´e en deux dimensions, ce re´sultat
permet de de´finir un coefficient de diffusion de´pendant du temps D(t), calcule´ tel que :
MSD(t,∆) = 4D(t)∆ (3.4)
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Figure 3.2 – (a) E´cart quadratique moyen (MSD) trace´ pour diffe´rents temps d’observa-
tion t allant de 100 a` 2900 s par pas de 400 secondes. Le sens d’e´volution de t est donne´
par la fle`che. (b) Les symboles correspondent aux e´volutions temporelles du coefficient
de diffusion pour les expe´riences pre´sente´es en figure 3.1. Le trait noir correspond au fit
de´crit en partie 3.4.
Le coefficient de diffusion D(t) diminue pour toutes les expe´riences re´alise´es (Fi-
gure 3.2(b)), avant d’atteindre apre`s environ 2500 secondes un plateau a` D∞ ≈ 0.053 ±
0.006 µm2.s−1. Cette valeur de plateau a e´te´ obtenue en moyennant une vingtaine d’expe´-
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riences re´alise´es dans les meˆmes conditions d’e´clairage, de tempe´rature, et de pre´paration
des cultures.
Ce ralentissement pourrait s’interpre´ter par l’e´mergence d’interactions ste´riques entre
les bacte´ries, ou` la distance inter-particulaire serait infe´rieure au libre parcours moyen.
Les expe´riences de´crites pre´ce´demment ont e´te´ re´alise´es avec diffe´rentes concentrations
finales de bacte´ries, ce qui nous permet d’avoir acce`s a` chaque instant a` la distance inter-
particulaire moyenne d. Pour chaque image de la vide´o, a` chaque particule de´tecte´e est
associe´e la distance a` son plus proche voisin dppv, ou` “ppv” signifie ‘”plus proche voisin”.
La distance inter-particulaire d(t) est calcule´e comme la moyenne sur toutes les images
de la feneˆtre temporelle conside´re´e des distances au plus proche voisin :
d(t) =
1
δ
t+δ/2∑
t′=t−δ/2
〈dppv(t′)〉 (3.5)
Dans l’e´quation 3.5, 〈dppv(t′)〉 est la moyenne des distance inter-particulaires dppv sur
l’image correspondant a` l’instant t′ de la vide´o. La figure 3.3 pre´sente les e´volutions du
coefficient de diffusion D en fonction de la distance inter-particulaire d calcule´e sur la
meˆme plage temporelle. La distance d diminue au cours du temps au fur et a` mesure que
de nouvelles bacte´ries arrivent sur la surface par se´dimentation. Le coefficient de diffusion
de´croˆıt avec la distance inter-particulaire, sans qu’une relation simple n’e´merge entre ces
deux grandeurs : on trouve notamment des coefficients de diffusion variant du simple au
double pour une meˆme distance inter-particulaire d.
Le diame`tre moyen d’une Synechocystis, d’environ 3 µm, est infe´rieur a` la distance
inter-particulaire minimale de 8 µm, de telle sorte que les expe´riences sont enregistre´es en
re´gime dilue´. La de´croissance du coefficient de diffusion commence meˆme pour des valeurs
supe´rieures de d, autour de 15 µm. Ces re´sultats sugge`rent que les interactions ste´riques
ne sont pas la cause du ralentissement de la dynamique.
Si la chute du coefficient de diffusion ne s’explique pas par des conside´rations ge´ome´-
triques, elle pourrait traduire un processus d’adaptation des cyanobacte´ries a` leur surface
de diffusion. Afin d’examiner les me´canismes qui pourraient de´crire une telle e´volution,
nous nous inte´ressons aux de´tails de la dynamique, donc a` la motilite´ individuelle des
cyanobacte´ries.
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Figure 3.3 – Coefficient de diffusion D en fonction de la distance inter-particulaire
moyenne d, pour les quatre expe´riences pre´sente´es en figure 3.2(b).
3.3 Diffusion intermittente
3.3.1 Une diffusion non-Gaussienne
Nous de´crivons ici une expe´rience re´alise´e une heure apre`s l’introduction des Syne-
chocystis dans la cellule d’observation, c’est-a`-dire une fois que le coefficient de diffusion
de´crit en figure 3.2(b) a atteint une valeur constante. Cela permet de caracte´riser en
premier lieu la dynamique stationnaire des bacte´ries.
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Figure 3.4 – Exemple d’une trajectoire expe´rimentale de 668 seconde, dont l’origine a
e´te´ de´place´e au point (0,0). (a) Trajectoire brute. (b) Trajectoire divise´e en pe´riodes de
“runs” et de “tumbles”, conforme´ment a` la proce´dure de´crite en partie 3.3.2.
La figure 3.4(a) pre´sente une trajectoire expe´rimentale typique de 668 secondes. Celle-
ci fait apparaˆıtre des taches noires relie´es entre elles par des lignes droites. Ces taches
noires traduisent l’existence de pe´riodes pendant lesquelles la bacte´rie se de´place peu. La
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trajectoire est donc divise´e en pe´riodes pendant lesquelles la bacte´rie oscille autour d’une
position fixe, et en pe´riodes pendant lesquelles elle se de´place en ligne droite. Autrement
dit, le mouvement est intermittent, avec des phases de mouvement localise´ (les “tumbles”)
et des phases de mouvement directionnel (les “runs”).
Les probabilite´s de de´placement pre´sente´es en figure 3.5(a) semblent refle´ter cette
intermittence, avec un changement de forme entre la partie centrale des distributions et
leurs queues. Ces dernie`res deviennent plus larges lorsque l’intervalle de temps conside´re´
pour calculer les distributions augmente, signe d’un mouvement diffusif. En revanche, la
partie centrale reste la meˆme quel que soit l’intervalle de temps conside´re´, ce qui traduit
une composante non diffusive du mouvement. Il est e´galement notable que les queues des
distributions s’arrondissent et tendent vers des Gaussiennes a` temps long.
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Figure 3.5 – Distributions des probabilite´s de de´placement suivant une direction, pour
les instants ∆t = 2, 5, 10, 20, 40, 60 et 80s. La fle`che indique les temps croissants. (a)
Re´sultats expe´rimentaux. (b) Re´sultats pour les simulations nume´riques (voir 3.3.3).
Ceci montre que nous observons une diffusion normale ou` l’e´volution du de´placement
quadratique moyen de´pend line´airement de l’intervalle de temps, mais qui est associe´e
a` des densite´s de probabilite´ de de´placement sont non-Gaussiennes (figure 3.5). Elles
traduisent une he´te´roge´ne´ite´ dynamique observe´e dans de nombreux organismes vivants
(voir en partie 1.3.3 pour une liste non exhaustive).
3.3.2 Se´paration entre pe´riodes de “runs” et pe´riodes de “tum-
ble”
L’e´tude de cette dynamique complexe ne´cessite de pouvoir distinguer les deux phases
composant le mouvement. Cette distinction pourrait s’ope´rer sur la base d’un crite`re de
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vitesse. Cependant, les vitesses instantane´es v, trace´es sur la figure 3.6, sont bruite´es, et il
semble difficile de les e´tablir comme base du crite`re. En remarquant que la diffe´rence entre
“runs” et “tumbles” semble plutoˆt eˆtre la corre´lation entre de´placements successifs, on
calcule une vitesse Vδ moyenne´e sur un temps δ supe´rieur a` la pe´riode d’e´chantillonnage :
Vδ(t) =
|X(t+ δ/2)−X(t− δ/2)|
δ
(3.6)
V*
Figure 3.6 – Vitesse instantane´e v (pointille´s bleus), vitesse moyenne´e Vδ de´finie en
e´quation 3.6 (trait rouge), pendant les instants 460 a` 520 de la trajectorie trace´e en
figure 3.4. La ligne noire indique la se´lection des pe´riodes de “runs” explique´e dans le
texte (mise a` 1 quand un “run” est de´tecte´, 0 ailleurs). La vitesse seuil V ∗ est indique´e
par une fle`che.
Cette fonction de “lissage”, trace´e sur la figure 3.6 avec δ = 4 s, pre´sente des pics clai-
rement distinguables correspondant a` des “runs”, se´pare´s par des pe´riodes de faible signal
bruite´. Les pe´riodes de “runs” sont alors se´lectionne´es suivant deux crite`res concomitants :
la vitesse Vδ doit eˆtre supe´rieure a` une vitesse seuil V
?, et la distance parcourue pendant
un “run” ∆x doit eˆtre supe´rieure a` une distance seuil ∆x?. Ce second crite`re est sugge´re´
par les queues des PDF de la figure 3.5, qui pre´sentent un e´paulement a` partir d’une
certaine distance de l’ordre du microme`tre. Enfin, les pe´riodes de “runs” doivent eˆtre au
moins e´gales a` 2 secondes afin d’e´viter de prendre en compte des “runs” qui pourraient
eˆtre dus a` des artefacts de repe´rage des bacte´ries. Une fois que les pe´riodes de “run” sont
de´tecte´es, le reste de la trajectoire est comple´te´ avec des pe´riodes de “tumble”.
Cette proce´dure permet de se´parer chaque trajectoire en diffe´rentes pe´riodes, et d’ob-
tenir pour chacune d’elle leur dure´e τrun ou τtumble, ainsi que pour les “runs” la distance
parcourue lrun, et la vitesse moyenne pendant un “run”, de´finie comme Vm =
lrun
τrun
. Les
crite`res V ? = 0.2 µm.s−1 et ∆?x = 0.9 µm permettent de de´tecter les pics de Vδ, comme
le montre la figure 3.6. La distinction entre les deux types de mouvements, pre´sente´e en
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figure 3.4(b), est satisfaisante.
Les distributions des dure´es caracte´ristiques de “run” et de “tumble” obtenues graˆce a`
cette proce´dure sont donne´es en figure 3.7 pour l’expe´rience re´alise´e en re´gime stationnaire
et dont les re´sultats sont note´s avec l’indice “, 1”. La distribution associe´e aux temps de
“tumble” est plus large que celle des temps de “run”. Leur mode´lisation analytique sera
propose´e dans la partie suivante, mais on peut d’ores et de´ja` mentionner qu’elles ne
pre´sentent pas de queues longues qui induiraient une diffusion anormale.
3.3.3 Simulations nume´riques
Afin de ve´rifier la pertinence de la proce´dure de distinction “run”/”tumble”, nous
avons re´alise´ des simulations nume´riques base´es sur la me´thode de Monte-Carlo, qui
de´crivent le mouvement moyen d’un grand nombre de particules dont le comportement
est probabiliste. Afin de reproduire le comportement expe´rimental, les particules simule´es
alternent les deux types de mouvements (“run”/”tumble”), de´finis comme suit :
1. Pendant les pe´riodes de “tumble”, la particule oscille autour d’une position d’e´quilibre
de´finie comme l’origine d’un repe`re polaire. Les coordonne´es (r, θ) sont choisies a`
chaque instant telles que θ est ale´atoire et r est tire´ ale´atoirement dans une distri-
bution exponentielle de moyenne λtumble = 0.19 µm. Ce comportement est illustre´
en figure 3.8(a).
2. Pendant les pe´riodes de “run”, le mouvement consiste en une excursion balistique
(en ligne droite), de dure´e τrun et de direction ale´atoirement choisie. La distance
parcourue est ainsi lrun = Vmτrun, ou` Vm est la vitesse moyenne pendant le “run”,
sche´matise´e en figure 3.8(b).
3. La dure´e d’une pe´riode est choisie ale´atoirement parmi les distributions expe´rimen-
tales (figure 3.7(a) et (b)), mode´lise´es par la loi puissance suivante :
P (τi) =
αi
Ai
1
(1 + τi
Ai
)1+αi
(3.7)
avec Atumble = 38s, αtumble = 1.7, Arun = 42s, αrun = 11. Expe´rimentalement, les
temps moyens de “runs” sont 〈τrun,1〉 = 7.1s et 〈τtumble,1〉 = 68s.
4. La vitesse moyenne pendant les “runs” Vm est elle aussi ge´ne´re´e ale´atoirement parmi
les distributions expe´rimentales, mode´lise´es par une “Loi d’extremum ge´ne´ralise´e”
(figure 3.7(c)) de parame`tre de localisation µ = 0.37 µm.s−1, de parame`tre d’e´chelle
σ = 0.13 µm.s−1 et de parame`tre de forme k = 0.17. Le premier moment d’une telle
distribution est donne´ par :
〈Vm〉 = µ+ σ
k
(Γ(1− k)− 1) (3.8)
5. L’angle entre deux directions de “run” est ale´atoire.
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(a) (b) (c)
Figure 3.7 – Distributions (a) des temps de “tumble”, (b) des temps de “run” et (c) de
la vitesse moyenne pendant les “runs” Vm = lrun/τrun Les donne´es expe´rimentales (points
rouges) sont fitte´es par les expressions donne´es en section 3.3.3 (lignes noires) qui sont
utilise´es pour les simulations nume´riques.
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Figure 3.8 – Comportement des particules simule´es. (a) Pendant les pe´riodes de “tum-
ble”, les positions (r, θ) de la particule sont tire´es autour de la position centrale du “tum-
ble”. (b) Pendant les pe´riodes de “run”, la particule se de´place en ligne droite dans une
direction ale´atoire a` une vitesse constante Vm.
Les trajectoires de 453 particules sont simule´es pendant 969 secondes, ce qui cor-
respond au nombre et a` la dure´e moyenne des trajectoires expe´rimentales. Les re´sultats
nume´riques sont compare´s a` une expe´rience repre´sentative, re´alise´e une heure apre`s l’intro-
duction des cyanobacte´ries dans la cellule de mesure, c’est-a`-dire une fois que le coefficient
de diffusion est stabilise´ (voir figure 3.2 (b), les re´sultats relatifs a` cette expe´rience sont
toujours note´s avec l’indice“, 1”).
Les distributions de probabilite´s de de´placement issues des simulations sont donne´es
en figure 3.5(b). La me´thode de simulation ne prend pas en compte toute l’he´te´roge´ne´ite´
de la dynamique puisque l’on conside`re une vitesse et une direction constantes pendant
chaque “run”. Cela peut expliquer les diffe´rences de courbure des queues des distributions ;
ne´anmoins la forme des distributions correspond aux donne´es expe´rimentales, avec un pic
central commun a` tous les temps d’observations, et une largeur qui augmente avec le
temps d’observation. L’e´cart quadratique moyen des particules simule´es, calcule´ avec la
formule 3.2, suit la meˆme e´volution que celui des bacte´ries expe´rimentales (voir figure 3.9).
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Les simulations nume´riques re´alise´es ici avec trois parame`tres d’entre´e (les distributions
des temps de “run”, de “tumble”, et des vitesses moyennes de “run”) permettent de
retrouver les caracte´ristiques principales de la diffusion des Synechocystis. Les formes
analytiques des diffe´rentes distributions seront utiles pour la suite de la mode´lisation.
∆
Simulation numérique
Résultats expérimentaux
Modèle analytique
Figure 3.9 – MSD expe´rimentale (points bleus), et calcule´e a` partir des re´sultats des
simulations nume´riques (3.3.3). La ligne pointille´e noire indique la pente donne´e par
l’e´quation 3.12.
3.4 Diffe´rents me´canismes envisage´s pour le ralentis-
sement
Nous avons vu en partie 3.2 qu’aux densite´s surfaciques typiques des expe´riences de
ce chapitre, le ralentissement des Synechocystis ne provenait pas d’interactions ste´riques
qui limiteraient le libre de´placement des bacte´ries. Ce ralentissement pourrait alors venir
d’interactions biologiques entre les cellules, et re´sulterait d’une adaptation des bacte´ries a`
la surface sur laquelle elles e´voluent. La communication inter-bacte´rienne peut se faire par
la production de mole´cules extracellulaires qui diffusent dans le volume de la suspension
et donnent des informations chimiques aux autres cellules pre´sentes : le “quorum sensing”.
Les bacte´ries diffusant en surface sont aussi capables de de´poser au cours de leur mou-
vement des “traces” qui servent de repe`re aux cellules suivantes. La litte´rature re´cente [Hu
et al., 2016], a ainsi montre´ que les substances extracellulaires, dont les exopolysaccharides
(EPS), produits par les bacte´ries pouvaient modifier leur dynamique.
Dans cette partie, nous e´tudions les deux sce´narios : la communication en volume et la
communication en surface. Nous utiliserons les outils de´veloppe´s dans la partie 3.3 pour
de´tailler le ralentissement en termes de temps de “run” et “tumble”.
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3.4.1 “Quorum sensing” dans le volume de la suspension
Afin de de´tecter le “quorum sensing” par lequel pourraient communiquer les Syne-
chocystis en suspension, nous avons re´alise´ l’expe´rience en cellule microfluidique de´crite
dans la partie 2.3. Ce dispositif expe´rimental permet d’e´tudier la diffusion sur la meˆme
surface de deux populations cellulaires diffe´rentes. La figure 3.10 re´sume le de´roulement
de l’expe´rience.
Sédimentation
Détachement
des bactéries
Diffusion
Flux
Temps
Sédimentation
Diffusion
Phase I Phase II Phase III
Figure 3.10 – Description sche´matique du protocole utilise´ pour l’expe´rience re´alise´e
dans le canal microfluidique.
Le principe de la mesure est le suivant : les bacte´ries sont amene´es dans le canal
d’observation, puis pendant la phase I aucun flux n’est impose´ : les bacte´ries se´dimentent
et diffusent sur la surface du microcanal, comme dans la partie 3.2. Apre`s une heure
de diffusion libre, elles sont de´tache´es de la surface par l’e´tablissement d’un flux (phase
II). Ensuite le flux est de nouveau stoppe´, pour permettre a` de nouvelles bacte´ries de
se´dimenter et diffuser sur la surface pre´alablement visite´e par leurs conge´ne`res, durant la
phase III de cette expe´rience.
La figure 3.11 pre´sente l’e´volution du coefficient de diffusion D(t), calcule´ a` partir
de l’e´quation 3.3, au cours de l’expe´rience. Celui-ci diminue lors de la phase I, comme
observe´ en figure 3.2(b). Mais apre`s le renouvellement de la population de bacte´ries,
les nouvelles arrivantes en de´but de phase III commencent a` diffuser avec un coefficient
de diffusion diffe´rent de celui caracte´ristique du de´but de la phase I. Ce coefficient de
diffusion est meˆme dans la continuite´ du D final atteint par la premie`re population. Une
communication dans le volume de la suspension impliquerait de trouver des re´sultats
similaires entre la phase I et la phase III puisque la population a change´, la deuxie`me
n’ayant pas pu recevoir les informations de la premie`re. Ces re´sultats diffe´rents, avec une
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continuite´ dans le coefficient de diffusion, sugge`rent que la surface d’observation, commune
aux deux pe´riodes d’observation, est le vecteur de l’information.
Fl
ux
 
Temps (s)
Figure 3.11 – E´volution du coefficient de diffusion au cours du temps : lors de la phase
I (rouge) et de la deuxie`me se´dimentation (phase III - bleu). La phase II d’enle`vement
des bacte´ries pre´sentes sur la surface est indique´e en gris.
3.4.2 Influence de la production d’EPS sur la dynamique diffu-
sive
L’expe´rience de´crite ci-dessus semble indiquer que les cellules peuvent communiquer
par l’interme´diaire de la surface support de leur de´placement. Les Synechocystis produi-
sant en permanence des EPS restant en surface, nous e´tudions ici leur influence sur la
motilite´ des bacte´ries. A cette fin, nous observons le comportement diffusif de diffe´rentes
souches mutantes qui se distinguent par le niveau et le type (capsulaires ou relaˆche´s)
d’EPS secre´te´s.
Les mutants ont e´te´ construits dans une e´tude pre´ce´dente [Jittawuttipoka et al., 2013]
a` l’Institut de Biologie Inte´grative de la Cellule. Les caracte´ristiques des diffe´rentes souches
sont re´sume´es dans le tableau 3.1 et dans la figure 3.12. Tous les mutants e´tudie´s pro-
duisent moins d’EPS que la souche sauvage (“Wild Type”). Le mutant ∆sll1581 relaˆche
des quantite´s d’EPS (RPS) similaires a` la souche sauvage, tandis que les deux double mu-
tants (∆slr1875-sll1581 et ∆sll0923-sll5052 ) relarguent moins d’EPS. Le double-mutant
∆sll0923-sll5052 produit davantage d’EPS capsulaires (CPS) que les autres mutants. Afin
de faciliter la distinction entre les mutants, leurs niveaux relatifs de production de CPS
et de RPS sont indique´s avec des signes + ou − dans le tableau 3.1.
L’e´volution du coefficient de diffusion pour les diffe´rentes souches, obtenu avec le meˆme
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Figure 3.12 – Histogramme des productions de RPS et de CPS des diffe´rentes souches
utilise´es dans cette e´tude. Les valeurs sont extraites de [Jittawuttipoka et al., 2013].
Souche EPS Capsulaire (CPS) EPS Relargue´ (RPS) EPS Total
(mg EPS/mg prote´ine) (mg EPS/mg prote´ine) (mg EPS/mg prote´ine)
∆sll0923-sll5052 0.6 (+) 0.06 (-) 0.7
∆slr1875-sll1581 0.08 (-) 0.08 (-) 0.16
“Wild Type” 1.1 (++) 0.21 (+) 1.3
∆sll1581 0.28 (-) 0.2 (+) 0.5
TABLEAU 3.1 – Comparaison des concentrations en exopolysaccharides des souches
e´tudie´es.
protocole qu’en partie 3.2 et renormalise´ par sa valeur initiale, est donne´e en figure 3.13(a).
On constate que pour les souches relaˆchant des quantite´s importantes d’EPS (souche
sauvage et ∆sll1581 ), le coefficient de diffusion e´volue au cours du temps, pour atteindre
un plateau a` environ 50% de sa valeur initiale. Cette diminution n’est pas observe´e pour
les double mutants relarguant peu d’EPS. En revanche, les vitesses de “run” trace´es sur
la figure 3.13(b) sont constantes et inde´pendantes de la souche choisie.
D’autre part, la valeur absolue du coefficient de diffusion (figure 3.14(a)) semble lie´e
a` la quantite´ totale d’EPS produits par les bacte´ries, la souche qui en produit le moins
(∆slr1875-sll1581 ) ayant le coefficient de diffusion le plus e´leve´, et celle qui en produit le
plus (souche sauvage), ayant le plus bas. Pour re´sumer, la quantite´ de CPS influe sur la
valeur absolue du coefficient de diffusion, tandis que la quantite´ de RPS modifie l’e´volution
temporelle de D.
Une analyse de´taille´e des temps caracte´ristiques du mouvement intermittent (figure
3.14(b) et (c)) montre que ceux-ci varient dans les meˆmes proportions pour les souches
relaˆchant des EPS. Les courbes des souches mutantes produisant peu de RPS ne pre´sentent
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RPS -
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(a) (b)
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Figure 3.13 – (a) E´volution du coefficient de diffusion renormalise´ par sa valeur initiale
en fonction du temps pour diffe´rentes souches. Trait plein fonce´ : ∆sll0923-sll5052, trait
pointille´ fonce´ : ∆slr1875-sll1581, trait plein clair : souche sauvage, trait pointille´ clair :
∆sll1581. (b) E´volution temporelle de la vitesse moyenne de “run”, avec la meˆme le´gende
que pour (a). Les quantite´s relatives de CPS et RPS produits sont rappele´es pour faciliter
la lecture.
(a) (b) (c)
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Figure 3.14 – E´volution (a) du coefficient de diffusion, (b) du temps de “run”, et (c) du
temps de “tumble” en fonction du temps pour diffe´rentes souches. Les lignes ont la meˆme
signification que dans la figure 3.13. Les quantite´s relatives de CPS et RPS produits sont
rappele´es pour faciliter la lecture.
aucune variation. Les e´volutions observe´es sont cohe´rentes avec celles obtenues pour le
coefficient de diffusion : la quantite´ de CPS agit sur la re´partition entre temps de “run”
et temps de “tumble”, tandis que la quantite´ de RPS gouverne l’e´volution temporelle de
ces temps.
Pour revenir a` des grandeurs non de´pendantes du crite`re de se´paration e´tabli en par-
tie 3.3.2, nous avons trace´ en figure 3.15 les densite´s de probabilite´ de de´placement a`
10 secondes pour les diffe´rentes souches e´tudie´es. La distribution pour la souche sauvage
pre´sente un maximum aux petits de´placements, puis une queue qui signale l’existence
de grands de´placements. Les souches mutantes pre´sentent quant a` elles une distribution
bimodale, avec un premier maximum aux petits de´placements (d10 = 2 µm), puis un
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Figure 3.15 – Distribution des probabilite´s de de´placement a` 10 secondes pour les
diffe´rentes souches de Synechocystis e´tudie´es. La le´gende donne les quantite´s totales d’EPS
produites, en milligramme d’EPS par milligramme de prote´ine totale. Insert : donne´es
extraites de [Hu et al., 2016], qui repre´sente la densite´ de probabilite´ des vitesses pour
diffe´rentes souches de Myxococcus xanthus produisant peu ou beaucoup d’EPS.
deuxie`me maximum aux environs de d10 = 10 µm. Plus les souches produisent d’EPS,
moins les distributions sont larges. Cette figure montre que les EPS inhibent l’existence
de grands de´placements, tandis que l’absence d’EPS permet l’e´mergence d’une dynamique
he´te´roge`ne.
3.4.3 Discussion
Les re´sultats de´crits ci-dessus signifient que la quantite´ d’EPS relargue´e influence
l’e´volution de la dynamique diffusive des Synechocystis. L’une des explications a` ce phe´no-
me`ne pourrait eˆtre l’augmentation de viscosite´ ge´ne´re´e par les EPS relaˆche´es. Lors de son
de´placement, la bacte´rie de rayon R cisaille une couche de fluide de hauteur h et de
viscosite´ dynamique η situe´e entre la membrane cellulaire et la surface. La relation entre
la force F ne´cessaire au de´placement et la vitesse des bacte´ries V , ou` a = piR2 est l’aire
cisaille´e, s’e´crit ainsi :
F =
ηV a
h
(3.9)
La force F provient ici de la re´tractation d’un pilus de type IV. En prenant R=1.5 µm,
V=1 µm.s−1, h=1 nm et η=1.10−3 Pa.s, la force ne´cessaire au mouvement est F=7 pN.
Cette valeur est bien cohe´rente avec celles obtenues dans la litte´rature [Burchmore et al.,
2003, Lu et al., 2015]. Comme les pili sont les meˆmes a priori pour toutes les souches
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e´tudie´es ici, la force F est la meˆme pour toute les souches. La vitesse moyenne pendant
les runs est aussi constante (figure 3.13(b)), donc l’e´quation 3.9 implique que la viscosite´
est similaire pour toutes les souches conside´re´es, et tre`s diffe´rente de ce a` quoi on pourrait
s’attendre si la couche d’EPS, dont la viscosite´ est 10 fois supe´rieure a` l’eau [Panoff and
Joset, 1989], e´tait cisaille´e. Les effets visqueux ne peuvent pas expliquer la diminution de
D observe´e.
En revanche, une diminution des vitesses de de´placement des bacte´ries due a` la
secre´tion de substances extracellulaires a de´ja` e´te´ observe´e par [Hu et al., 2016], sur
des bacte´ries Myxococcus xanthus dont la motilite´ repose e´galement sur l’e´longation et
la re´tractation de pili de type IV. L’insert de la figure 3.15 pre´sente les distributions de
probabilite´ des vitesses calcule´es sur 10 secondes (la vitesse est alors e´gale a` d10/10) pour
l’e´tude mentionne´e ci-dessus, et montre que ces distributions sont plus larges pour les
souches produisant moins d’EPS. Nos observations expe´rimentales reproduisent ces ten-
dances pour la Synechocystis, et te´moignent de la capacite´ des EPS a` limiter les grands
de´placements, pour homoge´ne´iser le comportement global des micro-organismes. En cal-
culant les temps caracte´ristiques de “runs” et de “tumble”, trace´s en figure 3.14, nous
montrons comment cette homoge´ne´isation s’effectue, non pas en diminuant la vitesse
pendant les “runs”, mais en augmentant les temps de “tumble”. Cela favorise l’accumula-
tion des bacte´ries dans les zones de´ja` recouvertes d’EPS, comme cela a e´te´ observe´ [Zhao
et al., 2013]. Le ralentissement dynamique observe´ peut s’expliquer par des interactions
bio-chimiques entre bacte´ries, ou` les “traces” laisse´es par les Synechocystis influencent les
temps caracte´ristiques des autres bacte´ries pre´sentes. Nous testons dans la partie suivante
la validite´ de ce sce´nario.
3.5 Mode´lisation
3.5.1 Adaptation du mode`le Continuous-Time Random Walk
pour le coefficient de diffusion
Cette partie a pour but de proposer un mode`le pour le ralentissement de la dynamique
observe´ en figure 3.2(b), a` partir des re´sultats sur la description de la motilite´ intermittente
et des observations sur le roˆle des EPS de´taille´es dans les parties pre´ce´dentes. Nous basons
notre analyse sur le mode`le de marche ale´atoire a` temps continu (CTRW), pre´sente´ en
partie 1.3.2. Celui-ci de´crit la diffusion d’une particule qui attend pendant un temps τ sur
un site, avant de re´aliser un saut de longueur l jusqu’a` un site suivant, ou` elle attendra de
nouveau. Sous re´serve d’existence d’un second moment pour la distribution des longueurs
de saut l et d’un premier moment pour la distribution des temps d’attente τ , le coefficient
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de diffusion s’e´crit [Bouchaud and Georges, 1990] :
D =
1
4
〈l2〉
〈τ〉 (3.10)
Cette description semble adapte´e au syste`me e´tudie´, ou` les bacte´ries alternent entre
des pe´riodes immobiles (les “tumbles”), et des “runs” qui leur permettent d’atteindre une
nouvelle position sur la surface. L’e´quivalence entre les parame`tres du mode`le CTRW
et les temps expe´rimentaux est pre´sente´e figure 3.16. Comme les bacte´ries ne peuvent
pas re´aliser de sauts instantane´s (qui supposeraient une vitesse infinie), le temps d’at-
tente entre chaque saut est de´fini comme τ = τrun + τtumble, ou` τrun et τtumble sont pris
conse´cutivement. τ correspond alors au temps se´parant le de´but de deux pe´riodes de
“runs”. La longueur du saut l est prise comme la distance parcourue a` vol d’oiseau pen-
dant un “run” : l = lrun.
Figure 3.16 – Equivalence entre le mode`le CTRW (a` gauche) et les temps ca-
racte´ristiques de l’intermittence de la motilite´ (a` droite).
L’e´quation 3.10 est valable sous conditions d’existence du second moment de l et
de premier moment de τ . Les distributions expe´rimentales de ces deux parame`tres sont
trace´es en figure 3.17. On les mode´lise a` l’aide de lois puissance (e´quation 3.7 page 64),
avec les parame`tres suivants : Aτ=50, ατ=1.5, Al2=50, αl2=4. Ces valeurs des coefficients
α garantissent l’existence d’un premier moment pour τ et d’un second pour l. On note
cependant que la valeur de ατ correspond a` une distribution he´te´roge`ne, et que la densite´
de probabilite´ de τ n’admet pas de second moment.
Dans le mode`le CTRW, le MSD augmente proportionnellement au nombre de sauts
effectue´s, comme le rappelle l’e´quation 1.27 page 34. Comme nos re´sultats indiquent une
diffusion normale, il faut s’assurer que le nombre de sauts Njumps effectue´s dans un inter-
valle de temps ∆ augmente bien proportionnellement a` ∆.
Le nombre de sauts moyen est calcule´ avec l’e´quation 3.11, ou` N est le nombre de
particules enregistre´es, Ti la dure´e de la trajectoire i, Nruns(t,∆) le nombre de “runs”
de´tecte´s entre l’instant t et l’instant t+ ∆, et Nev =
∑N
i=1
∑Ti−∆
t=1 1 le nombre total de pas
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Figure 3.17 – Distributions de probabilite´s : (a) des temps entre deux sauts τ , (b) de
la longueur des sauts au carre´ l2 et (c) des temps de “runs” au carre´ τ 2run. Les points
bleus correspondent aux donne´es expe´rimentales, le trait rouge a` un fit en loi puissance
correspondant a` l’e´quation 3.7 page 64. Les coefficients des lois puissances sont donne´es
dans le texte, et l’exposant α est donne´ sur les figures.
temporels enregistre´s pour l’intervalle de temps ∆.
Njumps(∆) =
1
Nev(∆)
N∑
i=1
Ti−∆∑
t=1
Nruns(t,∆) (3.11)
La figure 3.18, qui pre´sente l’e´volution de Njumps, pris en moyenne temporelle et d’en-
semble, en fonction de ∆t, indique que celle-ci est bien line´aire, ce qui valide le choix du
mode`le CTRW.
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Figure 3.18 – Nombre de sauts moyen en fonction du temps. Points bleus : donne´es
expe´rimentales. Trait plein : fit line´aire.
De plus, en remarquant que pendant les phases de “run” le mouvement des bacte´ries
semble directionnel (Fig. 3.4), on fait l’hypothe`se que les “runs” sont balistiques, c’est-
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a`-dire que la distance parcourue pendant un “run” vaut lrun = Vm × τrun, ou` Vm est
la vitesse moyenne pendant un “run”. Cette assertion est supporte´e par les simulations
nume´riques re´alise´es (partie 3.3.3). En constatant que la vitesse moyenne pendant les
“runs” est inde´pendante du temps, et en notant cette constante V m = 〈Vm〉, on obtient :
D ∼ 1
4
V
2
m
〈τ 2run〉
〈τ〉 (3.12)
L’e´quation 3.12 n’est valable que sous re´serve d’existence d’un premier moment pour
τ 2run et τ . Les distributions de probabilite´s expe´rimentales correspondantes sont donne´es
en figure 3.17(a) et (c). La densite´ de probabilite´ τ 2run est mode´lise´e avec une loi puissance
(e´quation 3.7 page 64) de parame`tres Aτ2run=80, ατ2run=1.7. Cette valeur du coefficient α
garantit l’existence d’un premier moment, mais pas d’un second moment pour τ 2run.
On peut alors appliquer l’e´quation 3.12 avec les parame`tres expe´rimentaux issus de
l’expe´rience repre´sentative de´crite en section 3.3.1(figures 3.17(a) et (c)) : 〈τ,1〉 ≈ 64 s,
〈τ 2run,1〉 ≈ 67 s2 et V m ∼ 0.47± 0.3 µm.s−1 (voir figure 3.7(c)). Cela permet de retrouver
le coefficient de diffusion expe´rimental avec une bonne pre´cision, comme indique´ sur la
figure 3.9. On dispose donc d’un mode`le analytique pour la description de l’intermittence
de la motilite´, valide´ par des simulations, et consistant avec les donne´es expe´rimentales.
3.5.2 Re´gime transitoire
Il reste alors a` analyser l’e´volution des temps de “run” et de “tumble” et a` les inte´grer
dans l’e´quation 3.12 pour expliquer le ralentissement de la dynamique diffusive. Les
re´sultats de la partie 3.4 indiquent que l’e´volution de la dynamique est lie´e au relar-
guage d’EPS par les bacte´ries, et donc au recouvrement progressif de la surface par ces
EPS. Les parame`tres caracte´ristiques de la diffusion identifie´s dans l’e´quation 3.12, 〈τ〉
et 〈τ 2run〉 devraient de´pendre de la probabilite´ P (t) de se situer sur une zone recouverte
d’EPS.
Cette probabilite´ P (t) peut eˆtre assimile´e a` S(t) la proportion de surface recouverte
au cours du temps (en des termes plus physiques, la fraction du nombre de sites distincts
visite´s au cours du temps). E´tant donne´ le plateau observe´ pour coefficient de diffusion
(figure 3.2(b)), il faut analyser comment toute la surface peut eˆtre recouverte.
Chaque image de la vide´o est binarise´e, de telle sorte que les bacte´ries apparaissent
en blanc sur fond noir. Un pixel blanc a une valeur de 1, un pixel noir a une valeur de 0.
Tous les pixels de l’image sont initialise´s a` une valeur nulle. Puis on fait de´filer la vide´o,
en sommant l’image binarise´e en cours de lecture. Un pixel sur lequel une bacte´rie est
pre´sente est ainsi incre´mente´ de 1. Cette me´thode permet d’obtenir le nombre cumule´ de
visites a` l’instant t par pixel, en sommant toutes les images entre l’instant initial et t. La
proportion de surface visite´e a` l’instant t, S(t), est alors de´finie par l’e´quation 3.13, dans
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Figure 3.19 – (a) En pointille´ bleu : proportion de surface recouverte en fonction du
temps, pour cinq expe´riences diffe´rentes (pointille´s colore´s). Le trait plein noir correspond
a` l’e´quation 3.15. Le trait pointille´ rouge correspond au mode`le analytique de´crit par
l’e´quation 3.22. (b)-(d) Cartes de colonisation aux instants indique´s sur (a), zoome´es sur
une partie de l’image totale (200×200 pixels). Les sites bleus correspondent aux sites pas
encore visite´s, tandis que les sites rouges correspondent a` des sites visite´s plus de 20 fois.
laquelle N>1(t) de´signe le nombre de pixels dont la valeur est supe´rieure ou e´gale a` 1 (au
moins une visite), et Npixels le nombre total de pixels de l’image (800×640) :
S(t) =
N>1(t)
Npixels
(3.13)
Cette analyse suppose que les bacte´ries relarguent en permanence des EPS (ce qui a
tendance a` surestimer la proportion de surface recouverte), et que la largeur des traces
d’EPS est celle des bacte´ries (ce qui la sous-estime, car les traces peuvent eˆtre le´ge`rement
plus larges du fait de leur e´talement). Nous avons assimile´ P (t) a` S(t). En re´alite´, pour une
particule diffusant, la probabilite´ d’arriver sur un site vierge n’est pas tout a` fait e´gale a` la
fraction de site vierge comme elle a de´ja` visite´ les sites autour d’elle. Cette approximation
semble en revanche valable pour les particules venant d’atterrir, juste apre`s leur processus
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de se´dimentation.
La figure 3.19(a) pre´sente l’e´volution expe´rimentale de la proportion de surface vi-
site´e. Les figures 3.19(b)-(d) illustrent comment la surface est progressivement recouverte
pendant l’expe´rience. Aux temps courts, comme le montre la figure 3.19(b), les zones
visite´es correspondent a` la diffusion des bacte´ries de´ja` pre´sentes. Avec le processus de
se´dimentation, les bacte´ries arrivent dans des zones vierges et visitent ainsi de nouvelles
zones (figure 3.19(c)). La proportion de surface visite´e tend vers 1 bien que les expe´riences
aient e´te´ re´alise´es en re´gime dilue´ (figure 3.19(d)).
En analysant les figures 3.2(b) page 59 et la figure 3.19(a), on constate e´galement que
les e´chelles temporelles de variation de D(t) et S(t) sont similaires. Pour les deux mesures,
les deux tiers de l’e´cart entre les valeurs initiales et finales sont comble´s en environ 1000
secondes. Cette similitude des temps caracte´ristiques signifie que le recouvrement de la
surface par des EPS, mesure´ par S(t), pourrait expliquer la variation de D(t).
Reste a` savoir si les temps caracte´ristiques de la motilite´ intermittente (τ et τ 2run) sont
corre´le´s avec l’e´volution de la proportion de surface recouverte. La figure 3.20 indique
que τ et τ 2run e´voluent de manie`re monotone avec S. Une valeur de S = 0 correspond a`
une surface de verre non recouverte d’EPS, et S = 1 correspond a` une surface totale-
ment recouverte d’EPS. En premie`re approximation, on interpole line´airement les valeurs
expe´rimentales, pour e´crire finalement :{ 〈τ〉 = τverre[1− S(t)] + τEPSS(t)
〈τ 2run〉 = τ 2run,verre[1− S(t)] + τ 2run,EPSS(t)
(3.14)
avec τverre et τEPS les intersections des courbes moyennes avec les axes S = 0 et S = 1
respectivement. La figure 3.20 indique que les exopolysaccharides ont tendance a` augmen-
ter l’intervalle de temps τ se´parant deux pe´riodes de “run”, et a` diminuer les dure´es des
pe´riodes de “run”.
Il est enfin ne´cessaire d’obtenir une formule analytique pour S(t). Mode´liser la pro-
portion de surface visite´e revient a` compter le nombre de sites distincts visite´s par les
bacte´ries. Ce proble`me n’a pas de solution simple [Larralde et al., 1992], meˆme lorsque le
nombre de particules est constant. Nous optons dans un premier temps pour un ajuste-
ment des courbes expe´rimentales :
S(t) = 1− e−t/τS (3.15)
On obtient pour le temps caracte´ristique τS = 1150 ± 6 s. Cette valeur est infe´rieure
au temps de se´dimentation τN , signe que la diffusion joue bien un roˆle actif dans le
recouvrement de la surface.
La combinaison des e´quations 3.12, 3.14 et 3.15 donne une formule analytique pour
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Figure 3.20 – E´volution de τ (tirets fonce´s) et τ 2run (pointille´s clairs) en fonction de
la proportion de surface recouverte S, pour cinq expe´riences diffe´rentes. Les traits pleins
noirs indiquent une moyenne line´aire des courbes expe´rimentales.
l’e´volution temporelle du coefficient de diffusion :
D(t) =
1
4
V
2
m
τ 2run,verree
−t/τS + τ 2run,EPS(1− e−t/τS)
τverree−t/τS + τEPS(1− e−t/τS) (3.16)
Celle-ci permet bien de retrouver la de´croissance temporelle de D(t), comme illustre´
par l’ajustement des donne´es expe´rimentales pre´sente´ en figure 3.2(b) page 59. Notre
mode`le permet ainsi de prendre en compte la modification des temps caracte´ristiques de
l’intermittence par la pre´sence d’exopolysaccharides pour expliquer le ralentissement de
la dynamique des Synechocystis apre`s leur arrive´e sur une surface.
La de´tection des exopolysaccharides par les bacte´ries pourrait avoir lieu en raison de
la nature chimique de ces mole´cules adsorbe´es en surface. Cependant de plus en plus
d’e´tudes ont remarque´ l’existence de capteurs me´caniques a` l’e´chelle microbienne. Des
bacte´ries motiles peuvent en effet utiliser leurs appendices (flagelles ou pili) pour “sentir”
la durete´ de la surface sur laquelle elles se de´placent [Song et al., 2018,Ellison and Brun,
2015, Cairns et al., 2013]. Pour la bacte´rie Vibrio cholerae, la formation du biofilm est
initie´e par l’arreˆt du moteur mole´culaire apre`s la de´tection me´canique de la surface par
ses flagelles [Van Dellen et al., 2008]. Des interactions me´caniques entre pili et exopolysac-
charides pourraient ainsi re´guler ralentir la dynamique cellulaire et favoriser l’apparition
d’un biofilm [Harapanahalli et al., 2015], selon des me´canismes complexes qui restent a`
pre´ciser.
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3.5.3 Une description du nombre de sites distincts visite´s
Nous avons utilise´ une forme empirique pour e´valuer la proportion de surface recou-
verte au cours du temps. Ne´anmoins, il est possible d’obtenir une formule analytique
simplifie´e pour S(t), a` partir d’hypothe`ses simples. On a vu que le comportement diffu-
sif des Synechocystis e´tait globalement Fickien, donc on assimile leurs trajectoires a` des
marches ale´atoires, dont la longueur de pas est e´gale au diame`tre des bacte´ries ω = 2R = 3
µm. Dans le cas d’une marche ale´atoire, le nombre de pas Nω de longueur ω est relie´ au
coefficient de diffusion effectif Deff par l’e´quation 3.17, ou` t est la dure´e de la marche
ale´atoire :
ωN1/2ω =
√
4Deff t (3.17)
Pour simplifier, on prend un coefficient de diffusion effectiff Deff constant au cours du
temps. En conside´rant qu’un marcheur ale´atoire ne peut pas revenir la` ou` il est de´ja` passe´,
la surface Si qu’il recouvre est e´gale a` la longueur de´veloppe´e de la trajectoire L multiplie´e
par sa largeur ω. Un sche´ma repre´sentatif de la situation est donne´ en figure 3.21, ou` L
correspond a` la longueur du trait noir. Or, la longueur de´veloppe´e L est aussi e´gale au
nombre de pas Nω multiplie´ par la longueur d’un pas ω. On exprime alors la surface
visite´e par un marcheur individuel Si en fonction du coefficient de diffusion moyen du
mouvement Deff selon l’e´quation 3.18 :
Si = ω
2Nω = 4Deff t (3.18)
ω
Figure 3.21 – Sche´matisation de la marche ale´atoire de pas ω conside´re´e. La particule
est repre´sente´e par le disque vert, et les zones qu’elles a visite´es sont colorie´es. La longueur
de´veloppe´e de la trajectoire L correspond a` la longueur du trait noir reliant les positions
successives de la particule.
En prenant la diffe´rentielle de l’e´quation 3.18, on obtient l’incre´ment de surface visite´
par un marcheur individuel :
dSi = 4Deffdt (3.19)
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On peut utiliser ce re´sultat pour calculer l’incre´ment de surface dS visite´ par N par-
ticules, en conside´rant que la probabilite´ de visiter un site nouveau vaut (1− S) :
dS =
(1− S)N(t)
A dSi = (1− S)N(t)
4Deff
A dt (3.20)
ou` A est l’aire du domaine d’e´tude. On note B = 4DeffA . En utilisant pour le nombre de
bacte´ries pre´sentes a` l’instant t la formule donne´e en e´quation 3.1 page 57 de´crivant la
se´dimentation, l’e´quation diffe´rentielle a` re´soudre devient :
dS
dt
+B(N∞ − (N∞ −N0)e−t/τN )S = B(N∞ − (N∞ −N0)e−t/τN ) (3.21)
On remarque que S = 1 est une solution particulie`re, et une solution particulie`re est
de´termine´e a` l’aide de la me´thode de variation de la constante. On a finalement :
S(t) = 1 + (S0 − 1)eτNB(N∞−N0)(1−e−t/τN )−BN∞t (3.22)
ou` S0 de´signe la proportion de surface recouverte par lesN0 bacte´ries initialement pre´sentes,
avec un nombre final de bacte´ries N∞.
On choisit comme parame`tre Deff=7.7 µm
2.s−1. Les autres parame`tres du mode`le
sont fixe´s par l’expe´rience, ou` on a N∞=800 particules, N0=0.2 N∞ comme l’indique la
figure 3.1. S0 est pris e´gal a` N0/A ∼ 0.01. Avec ces parame`tres base´s sur les re´sultats
expe´rimentaux, on obtient la courbe rouge trace´e sur la figure 3.19(a) qui ajuste conve-
nablement les donne´es expe´rimentales.
Le coefficient de diffusion effectif Deff utilise´ est cohe´rent avec les valeurs expe´rimen-
tales de D(t) du de´but de l’expe´rience (figure 3.2(b)). L’e´quation 3.22 semble sous-estimer
les valeurs expe´rimentales aux instants initiaux, ce qui peut provenir du fait que le co-
efficient de diffusion mesure´ est supe´rieur au de´but de l’expe´rience au coefficient effectif
Deff . Cette e´quation surestime e´galement les donne´es expe´rimentales aux temps longs.
Cela peut provenir du fait qu’en re´alite´, des marcheurs ale´atoires peuvent revenir sur leur
pas et visiter des sites sur lesquels ils sont de´ja` passe´s. Ainsi, le nombre distincts de sites
visite´s par un marcheur Si n’est pas proportionnel au temps t, mais plutoˆt a` t/ln(t) [Haus
and Kehr, 1987,Bouchaud and Georges, 1990], ce qui n’est pas pris en compte dans notre
mode`le simplifie´. Cependant, nous nous inte´ressons ici a` un domaine spatial comportant
un nombre de sites fini, et nous calculons la proportion de surface visite´e, qui tend vers
1. Les e´carts avec la the´orie sont ainsi re´duits, puisque la grandeur calcule´e ne peut pas
diverger. Finalement, le mode`le simplifie´ propose´ convient dans les plages temporelles et
spatiales e´tudie´es.
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3.6 Conclusion du chapitre
Dans ce chapitre, nous avons e´tudie´ la motilite´ de surface de la cyanobacte´rie Synecho-
cystis sur une lame en verre. Les re´sultats obtenus indiquent une intermittence typique de
la “twitching motility”, avec des pe´riodes de “runs” et de “tumble”. Nous avons constate´
un ralentissement de sa dynamique diffusive, caracte´rise´e par un coefficient de diffusion
de´pendant du temps D(t).
Nous avons construit une proce´dure de se´paration de ces deux pe´riodes, valide´e par des
simulations nume´riques, afin d’avoir acce`s aux e´volutions des temps caracte´ristiques de
cette intermittence. Des expe´riences comple´mentaires avec des souches mutantes produi-
sant moins d’exopolysaccharides que la souche sauvage ont permis de mettre en e´vidence
le roˆle des EPS, notamment les EPS relaˆche´s, dans la modification de la motilite´ de
surface des bacte´ries. Nous avons enfin construit un mode`le, base´ sur ces observations
expe´rimentales et comple´te´ par une description de l’intermittence, qui propose des pistes
d’explication sur l’adaptation de la motilite´ des Synechocystis a` leur arrive´e sur une sur-
face.
En “marquant” la surface sur son passage, une bacte´rie signale sa pre´sence, de´tecte´e
par d’autres bacte´ries a` l’aide de processus me´chano-sensoriels sans doute complexes. Nos
re´sultats indiquent que cela a pour conse´quence de provoquer une augmentation des temps
de “tumble” pendant lesquels les bacte´ries s’arreˆtent. Nous pensons que ceci constitue un
me´canisme pre´curseur a` la formation d’un biofilm ou` les bacte´ries sont statiques. Le
prochain chapitre traite en de´tail des liens entre motilite´ et formation de biofilm.
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Chapitre 4
E´mergence de micro-colonies
Apre`s avoir de´crit dans le chapitre pre´ce´dent la motilite´ individuelle des Synechocystis,
nous e´tudions dans ce chapitre comment la structure du biofilm bacte´rien, qui repre´sente
un vaste champ d’e´tudes lie´ a` des proble´matiques tre`s diverses (voir partie 1.4), peut
e´merger. Il existe deux me´canismes principaux pour la formation de micro-colonies : elles
peuvent croˆıtre par de multiples divisions cellulaires a` partir d’une seule cellule initiale,
ou se cre´er par association de cellules motiles qui se rencontrent [Weber et al., 2015]. Nous
analysons ici le lien entre motilite´ des bacte´ries et morphologie du biofilm pour tester si
ces hypothe`ses sont a` meˆme de de´crire la formation de biofilm chez la Synechocystis.
Du point de vue de la motilite´, la litte´rature re´cente a montre´ que la durete´ du substrat
sur lequel se de´placent les bacte´ries a une influence sur leur dynamique [Zhang et al.,
2014,Song et al., 2017]. Leurs de´placements sont aussi davantage corre´le´s sur les surfaces
les plus dures, ce qui peut conduire a` un phe´nome`ne de durotaxie, ou` les cellules migrent
vers les zones les plus rigides d’une surface [Novikova et al., 2017]. En revanche, des e´tudes
re´centes recense´es dans la partie 1.4.3 re´ve`lent qu’il n’y a pas de consensus concernant la
formation de micro-colonies : la durete´ favorise ou inhibe le biofilm suivant les souches
conside´re´es.
E´tudier la formation de micro-colonies sur des surfaces de diffe´rentes rigidite´s pourrait
donc constituer un moyen de caracte´riser le roˆle de la motilite´ dans la morphologie des
micro-colonies forme´es par les bacte´ries. Nous avons utilise´ deux protocoles permettant
d’e´tudier d’une part la dynamique de manie`re similaire au chapitre pre´ce´dent, et d’autre
part la croissance du biofilm. Ceci re´sulte en une e´tude aux temps courts pour ve´rifier
la de´pendance de la motilite´ en fonction de la rigidite´ des surfaces de diffusion, et une
e´tude aux temps longs pour suivre la dynamique bacte´rienne jusqu’a` l’apparition et la
stabilisation de micro-colonies.
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4.1 Des dynamiques diffe´rentes en cellule ferme´e
Dans cette section, on s’attache a` de´crire la motilite´ des Synechocystis selon un proto-
cole calque´ sur celui du chapitre pre´ce´dent, en utilisant les outils de´veloppe´s dans la par-
tie 3.2, mais en changeant les surfaces de diffusion. Nous utilisons le dispositif expe´rimental
pre´sente´ en figure 2.1 page 48. Les surfaces utilise´es sont des PDMS de durete´s diffe´rentes
caracte´rise´es par leur ratio agent re´ticulant / base 1:5, 1:10 et 1:25. Les modules d’Young
de ces diffe´rents PDMS sont rappele´es en partie 2.4. La raideur des surfaces de PDMS
augmente avec le taux d’agent re´ticulant, et le verre est plus dur que tous les PDMS. Les
re´sultats obtenus sur le PDMS sont syste´matiquement compare´s a` notre cas de re´fe´rence
sur une surface de verre de´ja` e´tudie´e au chapitre pre´ce´dent.
Pour obtenir diffe´rentes surfaces de diffusion, on utilise une lamelle en verre (22×22
mm). Le PDMS est cre´e´ en me´langeant dans les proportions de´sire´es la base de polyme`re
avec l’agent re´ticulant Sylgard 184. A l’aide d’un capillaire de diame`tre 100 µm, on pre´le`ve
une goutte de solution de PDMS encore liquide que l’on de´pose sur une lamelle en verre.
Ce processus est re´alise´ deux jours avant le de´but des expe´riences pour que la prise du
PDMS ait lieu. Ensuite, on re´pe`te les ope´rations de´crites en figure 2.2(b) qui permettent
d’obtenir une cellule de mesure, avec cette fois-ci une surface de PDMS sur la lamelle en
verre. On focalise alors le microscope sur une partie de la goutte de PDMS solidifie´e. Un
sche´ma explicatif est donne´ en figure 4.1.
Prélèvement du PDMS Dépôt d’une goutte
sur une lamelle en verre
Création de la 
cellule de mesure
après prise du PDMS
Figure 4.1 – Sche´ma de la fabrication d’une cellule de mesure permettant d’e´tudier la
motilite´ sur des surfaces de PDMS. Les diffe´rentes e´tapes de la cre´ation de la cellule de
mesure apre`s prise du PDMS sont de´taille´es en figure 2.2, sauf que cette fois la lamelle en
verre contient une goutte de PDMS solidifie´ en son centre.
4.1.1 La motilite´ reste intermittente
Ici, nous excluons de l’analyse les bacte´ries non motiles, comme dans l’e´tude mene´e
au chapitre 3. Pour le chapitre 3, environ 5% des trajectoires e´taient ainsi rejete´es. On
note que cette proportion de trajectories rejete´es est plus importante sur le PDMS, ou` elle
est supe´rieure a` 20%. La figure 4.2 pre´sente des trajectoires repre´sentatives de bacte´ries
obtenues sur les diffe´rentes surfaces d’e´tudes, divise´es en pe´riodes de “runs” et en pe´riodes
de “tumble” conforme´ment a` la proce´dure de´taille´e dans la partie 3.3.2. Les crite`res de
vitesse seuil V ? et de de´placement minimum ∆x? ont e´te´ pris a` 0.22 µm.s−1 et 0.9 µm
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(a) (b) (c)PDMS 1:5 PDMS 1:10 PDMS 1:25
Figure 4.2 – Exemple de trajectoires repre´sentatives observe´es sur (a) du PDMS 1:5, (b)
du PDMS 1:10 et (c) du PDMS 1:25. Les pe´riodes de “runs” sont en rouge, les pe´riodes
de “tumble” en bleu. Les dure´es respectives des trajectoires sont 399, 491 et 416 secondes.
respectivement. Ces trajectoires indiquent que les Synechocystis se de´placent toujours de
manie`re intermittente sur ces surfaces.
Les e´volutions temporelles des temps caracte´ristiques de cette intermittence, pre´sente´s
en figure 4.3,sont similaires a` celles observe´es pre´ce´demment sur la surface de verre : apre`s
1000 secondes les temps de “run” diminuent, et les temps de tumble augmentent. Les
ordres de grandeurs de 〈τrun〉 et 〈τtumble〉 sont aussi semblables sur toutes les surfaces.
L’augmentation initiale des temps de “runs”, surtout notable sur les surfaces de PDMS,
n’est pas comprise a` ce jour. Nous pensons que cette partie de la courbe est un artefact
duˆ a` l’angle de contact entre la goutte de PDMS et la surface en verre. Comme la surface
n’est pas plane, le plan focal observe´ contient les trajectoires de bacte´ries juste avant leur
arrive´e sur la surface (notamment au de´but de la vide´o).
La vitesse moyenne de “run” reste e´galement constante au cours du temps, comme
l’indique la figure 4.4. Cette vitesse moyenne ne semble en outre pas de´pendre de la
surface conside´re´e. Ainsi, la re´partition des temps de “run”/”tumble” et les proprie´te´s
des pe´riodes de “runs” semblent similaires sur toutes les surfaces e´tudie´es ici.
4.1.2 Proportion de bacte´ries “actives”
Si les bacte´ries de´tecte´es comme motiles pre´sentent une dynamique similaire, les sur-
face se distinguent en premier lieu par la proportion de bacte´ries actives qui y est observe´e.
Nous poursuivons maintenant l’analyse avec les donne´es brutes, inde´pendantes de tout
crite`re de se´lection.
La figure 4.5 pre´sente les distributions de probabilite´s de de´placement, pour un inter-
valle de temps de 10 secondes, sur les diffe´rentes surfaces. Ces distributions sont norme´es
de telle sorte que leur inte´grale vaille 1. Elles pre´sentent un pic aux alentours de 0.5 mi-
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(a) (b)
Figure 4.3 – (a) E´volution temporelle du temps de “run” moyen et (b) du temps de
“tumble” moyen, pour diffe´rentes surfaces : PDMS 1:25 (violet), PDMS 1:10 (jaune),
PDMS 1:5 (rouge) et verre (bleu).
Temps (s)
Figure 4.4 – E´volution temporelle de la vitesse moyenne de “run”, pour des expe´riences
re´alise´es en cellule ferme´e pour diffe´rentes surfaces : PDMS 1:25 (bleu), PDMS 1:10
(rouge), PDMS 1:5 (jaune) et verre (violet).
crons dont la hauteur diminue quand la durete´ de la surface augmente, ceci sugge`re qu’il y
a plus de petits de´placements sur les surfaces molles. La largeur des distributions de´pend
aussi fortement de la durete´ des surfaces : elles sont d’autant plus larges que la surface
est dure.
Ces re´sultats mettent en e´vidence le fait que les Synechocystis ont en moyenne une
plus grande tendance a` eˆtre non motile sur une surface molle. Pour mieux illustrer ce
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Figure 4.5 – Distribution des probabilite´s de distance parcourue d a` 10 secondes, pour
des surfaces de diffe´rentes durete´s : PDMS 1:25 (violet), PDMS 1:10 (jaune), PDMS 1:5
(rouge) et verre (bleu).
re´sultat, on trace en figure 4.6 les sites visite´s par les bacte´ries pendant des pe´riodes
de 250 secondes. Chaque trajectoire de 250 secondes est repositionne´e par rapport a` sa
position initiale de sorte que toutes partent du point (0,0) sur la figure 4.6. La surface de
diffusion est ensuite discre´tise´e en NS sites de 0.2 µm de cote´, dont la valeur est initialise´e
a` 0, puis incre´mente´ de 1 a` chaque fois qu’une bacte´rie y est de´tecte´e. Les valeurs de
chaque site sont alors renormalise´es de sorte que leur somme soit e´gale a` 1, pour pouvoir
comparer les expe´riences entre elles lorsque le nombre de trajectoires n’est pas le meˆme.
La valeur finale attribue´e chaque site n est alors Cn = C
′
n/
∑NS
n=1 C
′
n, ou` NS est le
nombre total de sites. La figure 4.6 montre que plus la surface est molle, plus la tache
centrale est marque´e, ce qui sugge`re que le mouvement des Synechocystis est plus localise´.
La zone visite´e est e´galement de plus en plus petite quand la rigidite´ de la surface diminue.
Ci-dessous, nous quantifions cette proportion de bacte´ries non motiles.
Dans ce but, on de´finit une distance seuil dlim de telle sorte qu’une bacte´rie soit
de´clare´e non motile si elle n’a pas parcouru la distance dlim pendant l’intervalle de temps
∆. Pour avoir acce`s a` la dynamique des proportions de bacte´ries non motiles, on discre´tise
l’expe´riences en feneˆtres temporelles de longueur ∆, et on note t le temps correspondant
au de´but de la feneˆtre temporelle. On calcule ensuite les trajectoires de dure´e ∆ entre t
et t + ∆. La proportion de bacte´ries actives pact est alors de´finie suivant l’e´quation 4.1,
ou` N∆(t) de´signe le nombre total de trajectoires de dure´e ∆ de´tecte´es a` l’instant t et
N∆(t, d ≥ dlim) est le nombre de trajectoires de dure´e ∆ qui parcourent une distance
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Verre PDMS 1:5
PDMS 1:10 PDMS 1:25 log(C)
Figure 4.6 – Sites visite´s au cours de pe´riodes de 250 secondes. Rouge : site visite´ le
plus de fois. Bleu : site non visite´.
supe´rieure ou e´gale a` dlim.
pact(t) =
N∆(t, d ≥ dlim)
N∆(t)
(4.1)
En prenant dlim=2 µm et ∆=100 secondes, on obtient l’e´volution temporelle de la
proportion de bacte´ries actives, donne´e en figure 4.7.
Sur le verre, quasiment toutes les bacte´ries sont actives. Sur le PDMS, plus la surface
est dure, plus la proportion de bacte´ries motiles est e´leve´e. Les proportions de bacte´ries
motiles semblent diminuer le´ge`rement au cours du temps pour toutes les surfaces, sauf
le PDMS 1:10. Les proportions absolues de particules actives (figure 4.7) de´pendent des
crite`res dlim et ∆ choisis, mais la hie´rarchie est toujours respecte´e quelles que soient les
valeurs des parame`tres choisis. Cette repre´sentation illustre une fois de plus que la prin-
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Temps (s)
Figure 4.7 – E´volution temporelle de la proportion de bacte´ries motiles, pour diffe´rentes
surfaces : PDMS 1:25 (violet), PDMS 1:10 (jaune), PDMS 1:5 (rouge) et verre (bleu), pour
les expe´riences de la partie 4.1. Les e´toiles correspondent aux proportions obtenues sur
chaque surface a` la premie`re vide´o des expe´riences de´crites en partie 4.2 (environ trois
heures apre`s introduction dans la cellule de mesure). Les codes couleurs ont e´te´ conserve´s.
cipale diffe´rence entre les surfaces est la proportion de bacte´ries en mouvement. Dans la
suite, nous e´tudions comment la morphologie du biofilm est gouverne´e par ces dynamiques
diffe´rentes.
4.2 Colonisation de surface
Cette partie de´crit une expe´rience de colonisation de surface mene´e sur plusieurs jours,
qui ne´cessite l’utilisation d’un syste`me ouvert pour permettre la croissance des bacte´ries.
Dans ce but, les Synechocystis sont introduites dans une boˆıte de Pe´tri contenant diffe´rents
e´chantillons de surface (voir la photographie 2.6 page 53), et maintenues dans des condi-
tions de croissance comme indique´ sur le sche´ma 2.5. Au cours de cette expe´rience, nous
re´alisons des prises de vide´os de 40 minutes successivement sur chacune des surfaces,
environ deux fois par jour. Afin d’e´tudier la structure et la re´partition spatiale des micro-
colonies, des images sont prises en plusieurs endroits de chaque surface.
Les cyanobacte´ries sont introduites dans une boˆıte de Pe´tri au fond de laquelle sont
dispose´es les PDMS de diffe´rentes durete´s (voir partie 2.4) ainsi qu’une lamelle en verre. La
came´ra et son dispositif de re´glage sont contenus avec la boˆıte de Pe´tri dans l’incubateur,
afin d’assurer des conditions de lumie`re suffisantes a` la croissance des Synechocystis sur
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une semaine.
4.2.1 E´volution de la dynamique
Probabilite´s de de´placement
Résultats en cellule ouverte
Figure 4.8 – Distribution des probabilite´ de de´placement a` 50 secondes, pour diffe´rentes
surfaces : PDMS 1:25 (violet), PDMS 1:10 (jaune), PDMS 1:5 (rouge) et verre (bleu). Le
temps e´coule´ depuis le de´but de l’expe´rience est indique´ en titre du graphique.
A titre de comparaison avec les expe´riences re´alise´es en cellule ferme´e, nous avons
calcule´ les distributions de probabilite´s de de´placement calcule´es sur un intervalle de temps
de 50 secondes, trace´es sur la figure 4.8. Durant les premie`res 24 heures, les distributions
ressemblent a` celles obtenues en cellule ferme´e et trace´es sur la figure 4.5 (meˆme si l’e´chelle
des abscisses est diffe´rente car l’intervalle utilise´ pour calculer les de´placement n’est pas le
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Persistance
Figure 4.9 – Angle moyen entre deux vecteurs de´placements espace´s d’un intervalle de
temps ∆, pour diffe´rentes surfaces : PDMS 1:25 (violet), PDMS 1:10 (jaune), PDMS 1:5
(rouge) et verre (bleu). (a) Au premier jour de croissance. (b) Apre`s 74 heures.
meˆme). Ces distributions bimodales avec un pic initial et des largeurs variables traduisent
la coexistence de bacte´ries motiles avec d’autres qui ne le sont pas. Dans tous les cas, un
ralentissement global est observe´ apre`s l’introduction des bacte´ries dans la boˆıte de Pe´tri.
Plus la surface est molle, plus l’amplitude du maximum a` courte distance est grande,
signe d’une propension a` rester immobile. La largeur des distributions d’autant plus grande
que la surface est dure. Lorsque le temps e´coule´ depuis le de´but de l’expe´rience augmente,
les distributions sont de plus en plus e´troites, et se confondent meˆme au bout d’une
semaine de croissance.
Persistance du mouvement
Les diffe´rentes formes obtenues pour les probabilite´s de de´placement pourraient prove-
nir de plus grandes corre´lations entre les de´placements sur les surfaces dures, comme cela
a e´te´ observe´ par [Novikova et al., 2017]. Nous avons e´value´ la persistance du mouvement
en calculant le cosinus moyen de l’angle entre deux vecteurs de´placement 〈 cos(θ) 〉 en
fonction du temps ∆ qui les se´parent. Le vecteur de´placement
−→
d est calcule´ sur δt=2
secondes comme l’e´quation 4.2, ou`
−−→
X(t) de´signe la position d’une bacte´rie a` l’instant t.
−−→
d(t) =
−−−−−−→
X(t+ δt)−−−→X(t) (4.2)
La persistance est quantifie´e en calculant 〈 cos(θ) 〉, ou` les crochets de´signent une prise
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de moyenne sur tous les de´placements possibles.
〈cos(θ(∆))〉 =
〈 −−→
d(t) · −−−−−→d(t+ ∆)
||−−→d(t)|| × ||−−−−−→d(t+ ∆)||
〉
(4.3)
Le re´sultat de ce calcul est trace´ en figure 4.9, pour deux jours diffe´rents : juste apre`s
le de´but de l’expe´rience et apre`s 74 heures. Pendant le premier jour, une corre´lation existe
sur les surfaces les plus dures, tandis que 〈 cos(θ) 〉 est rapidement nul sur les surfaces
les plus molles. Apre`s 74 heures, la corre´lation est nulle sur quasiment toutes les surfaces.
Ainsi, plus la surface est dure, plus les bacte´ries ont la capacite´ de corre´ler leurs mouve-
ments et de se de´placer dans une direction pre´cise. Ce re´sultat traduit une dynamique plus
“aventureuse” sur les surfaces dures, ou` les Synechocystis explorent davantage leur envi-
ronnement que sur les surfaces molles. Ce me´canisme re´ve`le les de´tails de la dynamique
inhe´rente a` chaque surface et permet d’expliquer les diffe´rences observe´es dans les distri-
butions de probabilite´s de de´placement entre les surfaces (figure 4.8). Nous quantifions
maintenant ces diffe´rences de motilite´.
Proportion de bacte´ries motiles en cellule ouverte
Nous avons vu dans la partie 4.1 que la proportion de bacte´ries motile constitue
un crite`re pertinent pour distinguer la dynamique sur chaque surface e´tudie´e pour une
expe´rience d’une heure (figure 4.7). Cette proportion est ici calcule´e selon l’e´quation 4.1
sur l’ensemble de chaque prise de vide´o. La figure 4.10 montre que des micro-colonies,
qui sont signale´es par les taches sombres, se forment au cours de l’expe´rience. Nous nous
inte´ressons ici plutoˆt a` la motilite´ individuelle des cellules, et de plus nous n’observons
aucune dynamique particulie`re dans les micro-colonies, ou` les bacte´ries semblent fige´es.
Nous ne conservons donc pour l’analyse qui suit que les bacte´ries dont la surface est
infe´rieure a` 20 µm2, qui sont de´tache´es des micro-colonies.
La proportion de bacte´ries motiles calcule´e environ trois heures apre`s introduction
des Synechocystis dans la cellule de mesure est donne´e par les symboles de la figure 4.7.
Les valeurs sont dans la continuite´ des re´sultats de la partie 4.1 obtenus sur une heure dans
une cellule ferme´e : plus la surface est dure, plus la proportion de bacte´ries motiles est
importante. La figure 4.12(a) illustre l’e´volution de cette proportion sur plusieurs jours :
l’ordre des surfaces est conserve´ aux temps longs. Au fur et a` mesure que le temps passe,
de plus en plus de bacte´ries arreˆtent de se de´placer et la proportion de bacte´ries motiles
diminue. On remarque de manie`re inte´ressante que sur toutes les surfaces, pact connaˆıt un
minimum apre`s deux jours passe´s dans la cellule de mesure. Une explication de l’existence
de ce minimum sera propose´e en partie 4.3, on peut ne´anmoins d’ores et de´ja` constater
que la remonte´e co¨ıncide avec le de´but de la croissance bacte´rienne trace´ en figure 4.13.
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100 µm
Figure 4.10 – Exemple de captures d’e´cran re´alise´es sur la surface de PDMS 1:25, pour
diffe´rents jours.
PDMS 1:25 Jour 1 PDMS 1:25 Jour 3
PDMS 1:25 Jour 9PDMS 1:25 Jour 7
Figure 4.11 – Exemple de captures d’e´cran re´alise´es sur la surface de PDMS 1:25, pour
diffe´rents jours. Les images sont post-traite´es avec ImageJ. Les micro-colonies de´tecte´es
sont indique´es avec des points rouges.
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Expérience Modèle(a) (b)
Figure 4.12 – (a) Trait pointille´ : E´volution temporelle de la proportion de bacte´ries
motiles, pour diffe´rentes surfaces : PDMS 1:25 (violet), PDMS 1:10 (jaune), PDMS 1:5
(rouge) et verre (bleu). (b) Trait plein, mode`le analytique obtenu avec l’e´quation 4.11.
4.2.2 Croissance et division des bacte´ries
Au cours de ce type d’expe´rience suivie sur une e´chelle de temps de plusieurs jours,
la population de Synechocystis croˆıt par division cellulaire. La figure 4.13, qui pre´sente
l’e´volution temporelle du nombre de bacte´ries au cours du temps N(t), permet de quan-
tifier cette croissance. N(t) est le re´sultat d’une moyenne sur quatre images, prises avec
la meˆme came´ra sur des zones diffe´rentes de la surface, de dimension 800×640 pixels. Des
de´tails supple´mentaires sont donne´s en annexe A.1.
L’e´volution temporelle de N(t) ne pre´sente pas de diffe´rence significative entre les
diffe´rentes surfaces. La population est stable pendant les deux premiers jours, ce qui
correspond a` une phase de latence, avant d’augmenter significativement ensuite. Le taux de
croissance semble fle´chir a` la fin de l’expe´rience. Cela implique que le syste`me a atteint la
fin de sa phase de croissance exponentielle pour entrer dans sa phase stationnaire. D’autre
part, le de´veloppement de structures tridimensionnelles, non re´solues avec le syste`me
expe´rimental actuel, ne permet plus de de´nombrement pre´cis : il est possible que l’on
sous-estime la population totale au dela` de 6-7 jours d’expe´rience.
4.2.3 Des morphologies de biofilm diffe´rentes
Les re´sultats pre´ce´dents indiquent que la motilite´ des Synechocystis de´pend de la sur-
face sur laquelle elles se de´placent, tandis que leur dynamique de croissance est similaire.
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Figure 4.13 – Nombre de bacte´ries de´tecte´es sur les diffe´rentes surfaces en fonction
du temps. La surface conside´re´e est de 600×500 µm. PDMS 1:25 (violet), PDMS 1:10
(jaune), PDMS 1:5 (rouge) et verre (bleu). Le trait pointille´ noir correspond au mode`le
analytique de Gompertz adapte´ [Zweitering, 1990].
Nous e´tudions ici l’influence spe´cifique de la dynamique sur la morphologie du biofilm. Les
images montre´es en figure 4.14 ont e´te´ prises huit jours apre`s l’introduction des bacte´ries
dans la cellule de mesure.
Sur ces images, les bacte´ries individuelles apparaissent comme de petits points sombres,
tandis que les micro-colonies les plus grosses apparaissent comme des taches noires. Les
images des surfaces les plus molles (PDMS 1:10 et PDMS 1:25) pre´sentent ainsi de tre`s
nombreuses micro-colonies re´parties sur toute la surface, tandis que les surfaces les plus
dures (PDMS 1:5 et verre) pre´sentent plutoˆt quelques micro-colonies sur une couche
bacte´rienne mieux re´partie. La taille des micro-colonies ne pre´sente pas de diffe´rences
significatives entre les surfaces. La structure du biofilm de´pend donc de la rigidite´ de la
surface : plus celle-ci est molle, plus les Synechocystis ont tendance a` se regrouper en
micro-colonies.
Afin de quantifier ces appre´ciations qualitatives, nous de´finissons une proce´dure pour
calculer le nombre de micro-colonies pre´sentes en surface, dont les de´tails sont donne´s en
annexe A.2. La figure 4.11 pre´sente les re´sultats du protocole de traitement d’images pour
la surface de PDMS 1:25, a` diffe´rents temps. Le fond est constitue´ par les images post-
traite´es avec ImageJ, et les points rouges aux micro-colonies de´tecte´es. Elle peut eˆtre com-
pare´e a` la figure 4.10 qui donne les images brutes correspondantes. Cette repre´sentation
permet de mesurer fide`lement l’augmentation progressive du nombre de micro-colonies
pre´sentes en surface.
Le re´sultat quantitatif de cette analyse est donne´ en figure 4.15, qui pre´sente l’e´volution
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Verre PDMS 1:5
PDMS 1:25PDMS 1:10
100 µm
Figure 4.14 – Images repre´sentatives des diffe´rentes surfaces apre`s 8 jours de croissance
de biofilm. Les images sont post-traite´es avec ImageJ.
temporelle du nombre de micro-colonies de´tecte´es, sur diffe´rentes surfaces. Un certain
nombre de micro-colonies sont de´tecte´es initialement, re´sultant probablement d’agre´gation
dans la suspension. Comme observe´ qualitativement sur la figure 4.14, le nombre final de
micro-colonies est d’autant plus important que la surface est molle. On constate que
notamment sur les deux PDMS les moins durs, il y a une augmentation rapide du nombre
de micro-colonies deux jours apre`s l’introduction des bacte´ries dans la cellule de mesure.
Nous avons d’autre part cherche´ a` e´valuer les interactions entre les bacte´ries et les
diffe´rentes surfaces. Nous avons proce´de´ a` un rinc¸age turbulent de la surface en projetant
de l’eau distille´e a` l’aide d’une pipette dont le bec est situe´ a` 2 cm de la surface. Des
images repre´sentatives des surfaces observe´es apre`s rinc¸age sont donne´es en figure 4.16.
De nombreuses Synechocystis ont e´te´ de´croche´es de la surface en verre, tandis qu’elles
sont davantage reste´es sur les autres surfaces. Il semble donc que ces bacte´ries adhe`rent
diffe´remment selon la durete´ de la surface, et que plus celle-ci est molle, plus les Synecho-
cystis sont accroche´es.
La proportion de particules parties lors du rinc¸age princ est de´finie par princ =
Nm−Nr
Nm
,
ou` Nm est le nombre de micro-colonies de´tecte´es a` la fin de l’expe´rience avant rinc¸age et
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Figure 4.15 – Trait plein : E´volution temporelle du nombre de micro-colonies, pour
diffe´rentes surfaces : PDMS 1:25 (violet), PDMS 1:10 (jaune), PDMS 1:5 (rouge) et verre
(bleu). Avec le meˆme code couleur, les points indiquent le nombre de micro-colonies restant
sur la surface apre`s son rinc¸age.
Nr le nombre apre`s rinc¸age. Le tableau 4.1 re´capitule les valeurs obtenues, et montre bien
que les Synechocystis semblent plus fermement attache´es aux surfaces les plus molles. Les
points correspondants sont e´galement trace´s sur la figure 4.15. Le nombre e´tant similaire
entre le verre et le PDMS 1:5, les points sont confondus sur la figure. Les bacte´ries adhe`rent
plus fortement aux substrats les plus mous.
Surface princ(%)
Verre 47
PDMS 1:5 44
PDMS 1:10 38
PDMS 1:25 37
TABLEAU 4.1 – Proportion de bacte´ries parties lors du rinc¸age.
4.3 Description analytique
Nous avons observe´ dans la partie pre´ce´dente des dynamiques spe´cifiques avec plus de
bacte´ries non motiles sur les substrats mous, et une plus grande persistance du mouvement
sur les substrats durs. La croissance des bacte´ries est similaire sur toutes les surfaces, mais
nous observons plus de micro-colonies sur les surfaces les plus molles, ou` les bacte´ries
semblent adhe´rer davantage. Le tableau 4.2 re´sume toutes ces observations.
Nous proposons a` pre´sent quelques pistes que nous pensons utiles pour faire e´merger la
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Verre PDMS 1:5
PDMS 1:25PDMS 1:10
100 µm
Figure 4.16 – Images repre´sentatives des diffe´rentes surfaces apre`s 8 jours de croissance
de biofilm, puis apre`s avoir rince´ la surface. Les images sont post-traite´es avec ImageJ.
Surface dure Surface molle
Nombre de bacte´ries motiles + -
Persistance du mouvement + -
Croissance des bacte´ries = =
Nombre de micro-colonies - +
Adhe´sion des cellules - +
TABLEAU 4.2 – Re´capitulatif des re´sultats expe´rimentaux de la partie 4.2.
physique du de´veloppement diffe´rencie´ de biofilm selon la surface. Ces ingre´dients seront
imple´mente´s ensuite dans une simulation nume´rique pre´sente´e en partie 4.4.
4.3.1 Croissance des bacte´ries
L’un des premiers ingre´dients de la croissance du biofilm est la division cellulaire.
Le mode`le minimal de cette division est le cas ou` chaque bacte´rie se divise au bout d’un
certain temps τα. L’e´volution de la population est alors donne´e par l’e´quation diffe´rentielle
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suivante :
dN
dt
=
1
τα
N(t)
Dans ce mode`le minimal, la population croˆıt toujours exponentiellement. Cette ab-
sence de limite est en contradiction avec de nombreuses observations de croissances, qui
montrent qu’une population atteint souvent une valeur seuil N∞. Cette valeur seuil s’ex-
plique par l’existence de contraintes biologiques (nutriments, lumie`re disponibles) ou spa-
tiales (espace disponible), qui imposent une “capacite´” maximale. L’existence d’une telle
capacite´ est prise en compte dans le mode`le de Verhulst [Verhulst, 1938], qui est de´crit
par l’e´quation diffe´rentielle suivante :
dN
dt
=
1
τα
(
1− N(t)
N∞
)
N(t) (4.4)
et dont la solution est :
N(t) =
NiN∞
Ni + (N∞ −Ni)× exp(− tτα )
(4.5)
L’e´quation 4.5 est un mode`le classique de croissance de population, avec un seul pa-
rame`tre temporel τα qui correspond au temps de division en l’absence de contrainte exerce´e
par le milieu de culture. Dans cette e´quation, Ni de´signe la population initiale. Cepen-
dant, ce mode`le implique que le taux de croissance maximum sera atteint au de´but de
la croissance de la population, ce qui ne refle`te pas toujours la re´alite´. Dans notre cas
particulier, le maximum de croissance semble plutoˆt eˆtre atteint environ deux jours apre`s
le de´but de l’expe´rience (voir figure 4.13).
Le mode`le analytique que nous avons utilise´ pour reproduire les courbes expe´rimentales
est le mode`le de Gompertz, adapte´ avec des parame`tres repre´sentatifs de nos expe´riences
[Zweitering, 1990, Tjørve and Tjørve, 2017]. Il correspond a` la re´solution de l’e´quation
diffe´rentielle 4.6, pour laquelle ∆N = N(t)−Ni est la solution :
d(∆N)
dt
=
e µ
A
log
(
A
∆N(t)
)
∆N(t) (4.6)
Comme pre´ce´demment, Ni repre´sente le nombre de bacte´ries initial et N∞ le nombre
final, qui correspond a` la “capacite´” du milieu de culture. On pose A = N∞−Ni le nombre
de bacte´ries apparues durant le temps d’analyse. Le parame`tre µ est utilise´ pour de´finir
le maximum de croissance. La constante e est l’exponentielle de 1.
La solution de l’e´quation diffe´rentielle 4.6 est :
N(t) = Ni + (N∞ −Ni) exp
(
−exp
(
e µ
(N∞ −Ni)(λ− t) + 1
))
(4.7)
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ou` l’on a introduit le parame`tre λ, qui de´finit un temps de retard pour prendre en compte
la phase de latence de la croissance. Cette phase correspond a` une adaptation progressive
des bacte´ries a` leur milieu. Le mode`le e´tabli pre´dit le de´but de la division cellulaire a` partir
du temps λ, et pre´voit une “capacite´” maximum du milieu qui induit une saturation du
nombre de bacte´ries pre´sentes en surface.
Nous avons fixe´ λ=2.1 jours, en nous appuyant sur le temps auquel la croissance
commence sur la figure 4.13. Nous avons ensuite ajuste´ la valeur du taux de croissance
maximal pour obtenir finalement µ=1000
3
jours−1 (le taux de croissance maximal est de
333 bacte´ries par jour). Le nombre de bacte´ries initial Ni quant a` lui estime´ a` 500, et
N∞ a` 1700. Ce mode`le, utilise´ avec les deux parame`tres λ et µ de´finis pre´ce´demment, est
superpose´ aux donne´es expe´rimentales en figure 4.13. Les valeurs sont re´capitule´es dans
le tableau 4.3.
Parame`tre Valeur
λ 2.1 jours
µ 333 jours−1
Ni 500
N∞ 1700
TABLEAU 4.3 – Parame`tres utilise´s pour la mode´lisation de la croissance bacte´rienne.
4.3.2 Proportion de bacte´ries actives
Hormis la croissance de la population bacte´rienne, la croissance du biofilm de´pend
aussi de la dynamique des cellules. Nous utilisons la proportion de bacte´ries motiles pour
quantifier cette dynamique. Les expe´riences en cellule ferme´e (voir figure 4.7) indiquent
que la proportion de´pend des surfaces. Les expe´riences aux temps longs dans la boˆıte de
Pe´tri (voir figure 4.12) confirment cette tendance et montrent que les bacte´ries restent
motiles plus longtemps sur les surfaces dures.
Afin de rendre compte de ces observations, on conside`re que chaque bacte´rie est motile
pendant un certain temps τm, avant que sa position ne soit fige´e. Pour rendre compte de la
diversite´ cellulaire, les temps de motilite´ τm sont pris dans une distribution exponentielle
de moyenne τmot,S, un temps caracte´ristique qui de´pend de la surface conside´re´e. Plus la
surface est molle, plus ce temps est court. La loi de probabilite´ pour le temps de motilite´
τm est alors donne´e par :
p(τm) =
1
τmot,S
e
− τm
τmot,S (4.8)
La fonction de re´partition d’une telle loi, c’est-a`-dire la probabilite´ de p(τm ≤ ∆), ou`
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∆ est un intervalle de temps quelconque, est alors donne´e par l’e´quation suivante :
p(τm ≤ ∆) = 1− e−
∆
τmot,S (4.9)
De plus, on a : p(τm ≤ ∆) + p(τm > ∆) = 1, quelle que soit la valeur de ∆>0.
On obtient finalement la probabilite´ qu’une bacte´rie soit toujours motile apre`s un
intervalle de temps ∆ :
p(τm > ∆) = e
− ∆
τmot,S (4.10)
L’intervalle de temps ∆ de l’e´quation 4.10 repre´sente physiquement le temps depuis
lequel la bacte´rie conside´re´e est pre´sente sur la surface. On peut alors distinguer deux
sous-populations de bacte´ries : les bacte´ries de´ja` pre´sentes initialement en solution, pour
lesquelles ∆ est e´gal au temps absolu t e´coule´ depuis l’introduction des Synechocystis dans
la cellule de mesure ; et les bacte´ries qui sont apparues par division cellulaire a` l’instant
t′, pour lesquelles ∆ = t− t′.
Le nombre de bacte´ries pre´sentes a` l’instant t, N(t), est calcule´ avec l’e´quation 4.7, et
le taux d’accroissement de la population g(t) = dN
dt
est obtenu a` partir de l’e´quation 4.6.
On calcule alors pact la proportion de bacte´ries motiles a` l’aide de l’e´quation 4.10 pour
obtenir :
pact(t) =
piNie
−t/τmot,S +
∫ t
0
g(t′)e−(t−t
′)/τmot,S dt
N(t)
(4.11)
ou` pi la proportion initiale de bacte´ries motiles.
Dans cette e´quation, le premier terme de´signe la contribution des bacte´ries initiale-
ment pre´sentes, et le deuxie`me terme la contribution des bacte´ries apparues par division
cellulaire. Ce deuxie`me terme est en fait le produit de convolution du taux d’accroisse-
ment g(t) par la probabilite´ que les bacte´ries soient toujours motiles apre`s un temps ∆,
p(τm > ∆) donne´ par l’e´quation 4.10.
Le nombre de bacte´ries N(t) et le taux d’accroissement g(t) sont inde´pendants de
la surface conside´re´e, et pi est impose´ par les valeurs des courbes expe´rimentales de la
figure 4.12. Sur cette meˆme figure on voit que la solution nume´rique de la formule 4.11
permet de rendre compte des donne´es expe´rimentales comme montre´ figure 4.12, avec un
seul parame`tre ajustable τmot,S. Les valeurs de τmot,S qui ajustent le mieux les donne´es
expe´rimentales sont consigne´es dans le tableau 4.4 en meˆme temps que les proportions pi.
Cette description permet de capturer les tendances principales qui e´mergent des donne´es
expe´rimentales : l’ordre des surfaces est respecte´, la remonte´e qui est observe´e dans la pro-
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Surface τmot,S (s) pi
Verre 1,7.105 0.9
PDMS 1:5 1,2.105 0.75
PDMS 1:10 8.104 0.4
PDMS 1:25 6.104 0.3
TABLEAU 4.4 – Parame`tres τmot,S et pi.
portion de bacte´ries actives (note´e en fin de la partie 4.2) se retrouve par l’e´quation 4.11.
Pour voir quel est le parame`tre influenc¸ant la position de ce minimum de particules ac-
tives, nous avons teste´ nume´riquement plusieurs valeurs pour le parame`tre λ. Nous avons
remarque´ que la position du minimum co¨ıncide a` chaque fois avec la valeur choisie pour λ,
qui repre´sente le temps de latence avant le de´but de la croissance. Cette e´tude nume´rique
implique que la division cellulaire permettrait de renouveler la dynamique moyenne en
introduisant des bacte´ries motiles dans le syste`me.
Nous proposons donc un syste`me d’e´quation qui couple la croissance bacte´rienne et
la dynamique moyenne, pour ramener l’e´volution de la proportion de bacte´ries motiles
a` la de´finition d’un temps caracte´ristique de motilite´ τmot,S. Ce temps est d’autant plus
e´leve´ que la surface est dure. Cette description simple de “l’activite´” des bacte´ries est un
ingre´dient important des simulations nume´riques que nous pre´sentons ensuite.
4.4 Simulations nume´riques de la formation du bio-
film
La croissance de la population bacte´rienne e´tant inde´pendante de la surface conside´re´e,
ce phe´nome`ne ne peut pas expliquer les diffe´rences de morphologies de biofilm constate´es
sur la figure 4.14 dues au nombre de micro-colonies. En revanche, la dynamique moyenne
est nettement plus lente sur les surfaces molles.
D’autre part, des interactions existent entre les bacte´ries, qui peuvent se regrouper et
e´ventuellement se de´tacher. Ces interactions sont de´crites par un potentiel repre´sente´ par
une distance d’interaction, qui de´finit une zone ou` les interactions sont possibles autour
de la bacte´rie, et des temps caracte´ristiques qui caracte´risent une fre´quence d’accroche
et de de´tachement [Taktikos et al., 2015]. Le couplage entre dynamique, croissance et
morphologie du biofilm e´tant complexe, nous proposons des simulations nume´riques pour
relier les mode`les e´le´mentaires (croissance et motilite´) de´crits dans la partie pre´ce´dente et
voir leur influence dans la formation d’un biofilm.
Les simulations nume´riques sont base´es sur la me´thode de Monte Carlo, ou` l’on e´tudie
le comportement moyen d’une population au comportement probabiliste. Des articles
re´cents traitent de la mode´lisation de la croissance de biofilm induite par les pili de
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la Neisseria gonorrhoeae [Weber et al., 2015,Taktikos et al., 2015]. L’approche conside´re´e
ici est diffe´rente dans la mesure ou` nous ne de´taillons pas le comportement des pili, mais
prenons en compte la division cellulaire et une probabilite´ d’eˆtre motile pour se de´placer
via le parame`tre τmot,S.
La simulation est initialise´e avec un certain nombre de particules Ni, qui resteront mo-
tiles pendant un temps choisi ale´atoirement dans la distribution donne´e en e´quation 4.8.
La division cellulaire va progressivement augmenter le nombre de particules pre´sentes en
surface, en suivant l’e´quation 4.7. Les particules peuvent se regrouper pour former une
micro-colonie lorsqu’elles se trouvent a` une distance infe´rieure a` dlim l’une de l’autre.
On associe une probabilite´ d’accroche via un temps caracte´ristique Tcol. Des particules
associe´es peuvent s’e´chapper selon une probabilite´ caracte´rise´e par un temps Tesc. Les pa-
rame`tres utilise´s sont re´pertorie´s dans les tableaux 4.4 et 4.5. Des de´tails supple´mentaires
sont donne´s en annexe A.3.
Parame`tre Signification Valeur
dmin Distance d’interaction 6 µm
Tcol Temps d’accroche 6.10
4 s
Tesc Temps de de´tachement 1.10
4s
TABLEAU 4.5 – Valeurs choisies pour les parame`tres de simulation.
Les positions des particules obtenues apre`s simulation nume´rique sont repre´sente´es
en figure 4.17, ou` les micro-colonies sont en rouge et les autres particules en noir. La
figure 4.17(a) repre´sente les positions apre`s huit jours de croissance sur surface molle et la
figure 4.17(b) sur une surface dure. Nume´riquement, les surfaces “molles” et “dures” sont
caracte´rise´es par des temps caracte´ristique de motilite´ τmot,S et des proportions initiales de
particules motiles pi diffe´rents, comme observe´ dans les expe´riences. Nous obtenons effec-
tivement plus de micro-colonies sur la surface molle que sur la surface dure, et e´galement
davantage de zones vides. On retrouve la plus grande he´te´roge´ne´ite´ de densite´ obtenue
expe´rimentalement sur les surfaces molles.
La figure 4.18 reproduit la figure 4.15 en comparant le nombre de micro-colonies
expe´rimentales et celui obtenu par simulation, et indique que les tendances nume´riques
sont similaires les re´sultats expe´rimentaux : on obtient une premie`re phase d’augmenta-
tion du nombre de micro-colonies (2-4 jours), suivi d’une phase de stagnation du nombre
a` temps longs (6 jours). La concordance entre les simulations et les expe´riences sugge`rent
que τmot,S pourrait repre´senter un parame`tre tre`s important dans la mesure ou` sa seule
variation donne lieu a` des morphologies totalement diffe´rentes. Plus les bacte´ries sont
motiles, plus leur propension a` rester groupe´es est faible, ce qui limite les chances d’ap-
paritions de micro-colonies sur les surfaces les plus dures.
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Simulation : surface molle Simulation : surface dure(a) (b)
Figure 4.17 – Images repe´rant les positions des particules apre`s simulation nume´rique.
Les points rouges correspondent aux micro-colonies, et les points noirs aux autres par-
ticules. (a) Re´sultat correspondant a` une surface molle (PDMS 1:25) et (b) Re´sultat
correspondant a` une surface dure (Verre).
(a) (b)Expérience Simulation
Figure 4.18 – (a) Trait plein : nombre de micro-colonies de´tecte´es expe´rimentalement,
pour diffe´rentes surfaces : PDMS 1:25 (violet), PDMS 1:10 (jaune), PDMS 1:5 (rouge) et
verre (bleu). (b) Trait pointille´ : re´sultats obtenus par les simulations nume´riques de´crites
dans la partie 4.4 et en annexe A.3.
4.5 Discussion
La diffe´rence principale de comportement des Synechocystis sur les diffe´rentes surfaces
e´tudie´es est leur capacite´ a` eˆtre motile. On peut penser que la non-motilite´ re´sulte d’un
me´canisme d’adhe´sion entre les cellules et la surface. En effet, les images de la figure 4.16
sugge`rent que les cyanobacte´ries e´tudie´es adhe`rent plus sur les surfaces molles. L’e´tude
des me´canismes mole´culaires d’interaction se situe en dehors du cadre de´finit pour ce
manuscrit, mais nous discutons brie`vement des diffe´rentes pistes envisageables.
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La premie`re serait l’adaptation du me´tabolisme des Synechocystis a` la durete´ du sub-
strat sur lequel elles e´voluent. En effet, les re´sultats expe´rimentaux du chapitre 3 montrent
que la dynamique diffusive des bacte´ries ralentit lorsqu’elles de´tectent des exopolysaccha-
rides. Cette de´tection peut eˆtre chimique, mais aussi me´canique, les EPS constituant une
matrice plus molle que le substrat. La capacite´ des micro-organismes a` “sentir” les sur-
faces sur lesquelles ils se de´placent, aussi appele´e “mechanosensing”, est connue, et le roˆle
de cette faculte´ dans l’adaptation aux conditions exte´rieures a e´te´ mis en e´vidence par
exemple dans [Ellison and Brun, 2015]. Cependant, le de´tail du me´canisme par lequel les
bacte´ries adaptent leur mouvement reste encore a` pre´ciser.
On peut aussi envisager que les proprie´te´s viscoe´lastiques du substrat modifient la
quantite´ d’e´nergie a` mettre en oeuvre pour le de´placement. On peut quantifier les pro-
prie´te´s viscoe´lastiques d’un mate´riau par le facteur de perte, qui est le rapport entre son
module de perte et son module e´lastique, ce qui correspond au ratio entre l’e´nergie dis-
sipe´e et l’e´nergie stocke´e. En ge´ne´ral, plus le module e´lastique est e´leve´, plus le facteur
de perte est faible. C’est aussi le cas pour les PDMS utilise´ ici [Murrell et al., 2011,Nase
et al., 2013]. La motilite´ sur des surfaces molles engendre donc davantage de pertes. Ce
me´canisme pourrait expliquer pourquoi nous observons une motilite´ plus importante sur
les surfaces rigides.
Les proprie´te´s e´lastiques du substrat peuvent aussi agir sur la me´canique de contact
entre les cellules et la surface. Un des mode`les classique du contact est la the´orie Johnson-
Kendall-Robert (JKR). Elle peut s’appliquer a` des cellules vivantes si leur membrane
est suffisamment rigide [Chu et al., 2005]. Cette the´orie fait alors intervenir un module
d’Young de contact E? calcule´ comme la moyenne harmonique de celui de la cellule et
de celui du substrat. Le rayon de la zone de contact a de´pend alors de la rigidite´ rela-
tive entre la particule et la surface, et il est proportionnel a` E?−1/3. La force d’adhe´sion
Fadh est ensuite de´finie par Fadh = pia
2γ, ou` a est le rayon de l’aire de contact e´tabli
pre´ce´demment et γ l’e´nergie de surface. Il re´sulte de cette formule que Fadh ∼ E?−2/3,
et donc que la force d’adhe´sion augmente quand la durete´ du substrat diminue. Sous
condition de validite´ de la the´orie JKR, ces conside´rations me´caniques vont dans le sens
des observations expe´rimentales : les bacte´ries adhe`rent plus sur des surfaces molles. Afin
de ve´rifier cette proposition, il faudrait observer a` haute re´solution des Synechocystis en
microscopie inverse, pour voir si l’aire de contact de´pend bien de la rigidite´ du substrat.
Enfin, l’adhe´sion peut eˆtre due aux liaisons chimiques e´tablies par les pili avec les
surfaces. Dans ce cas, la dure´e de vie d’une liaison peut eˆtre e´tudie´e avec le mode`le
de Bell [Bell, 1978] qui e´tablit qu’elle de´pend d’un potentiel de surface et de la force
me´canique exerce´e sur cette liaison. Ce mode`le a e´te´ applique´ re´cemment a` la mode´lisation
du comportement non-e´lastique des pili [Bjo¨rnham and Axner, 2010,Dansuk and Keten,
2018]. En utilisant la microscopie atomique [Dufreˆne, 2015], on pourrait en isolant une
bacte´rie, quantifier son adhe´sion et la dure´e de sa liaison avec le substrat.
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4.6 Conclusion
Nous avons dans ce chapitre e´tudie´ l’influence de la durete´ de la surface sur la colo-
nisation d’une surface par des Synechocystis. Des e´tudes pre´liminaires re´alise´es en cellule
ferme´e indiquent une diffe´rence de dynamique, non pas dans les caracte´ristiques du mou-
vement intermittent mis en e´vidence dans la partie 3.3, mais plutoˆt dans la proportion
de bacte´ries en mouvement. Les re´sultats montrent que la proportion de bacte´ries motiles
est d’autant plus faible que la surface est molle.
Nous avons ensuite re´alise´ une se´rie d’expe´riences sur une e´chelle de temps de l’ordre de
la semaine dans une cellule de mesure assurant des conditions de lumie`re et de nutriments
suffisantes pour la croissance des bacte´ries. Apre`s une semaine de croissance, les mor-
phologies de biofilm observe´es sont diffe´rentes sur les surfaces d’e´tude : les micro-colonies
sont plus nombreuses sur les surfaces molles. De plus, la proportion de bacte´ries motiles
diminue plus rapidement sur ces meˆmes surfaces. En revanche, la croissance bacte´rienne
est similaire d’une surface a` l’autre.
Nous avons construit un syste`me d’e´quations pour expliquer l’e´volution temporelle de
la population motile. Ce mode`le a servi de support a` une simulation dynamique base´e
sur le comportement probabiliste de particules, qui permet de reproduire les tendances
des caracte´ristiques de la formation de biofilm en fonction des surfaces. Les simulations
prennent en compte la croissance bacte´rienne, et le ralentissement de la dynamique, qui
de´pend des surfaces. Ainsi, elles montrent comment de diffe´rences de dynamique diffusive
peuvent e´merger des morphologies de biofilm varie´es, domine´es par le temps τmot,S au-dela`
duquel une bacte´rie cesse de diffuser.
Chapitre 5
Re´ponse a` un e´chelon d’intensite´
lumineuse
La Synechocystis est un organisme phototrophe, pour lequel la photosynthe`se permet
l’assimilation de l’e´nergie ne´cessaire a` la croissance. La lumie`re environnante constitue
donc un parame`tre important de son me´tabolisme. Le controˆle de la motilite´ de micro-
organismes par la lumie`re est l’objet de nombreux travaux re´cents [Wilde and Mullineaux,
2017,Schuergers et al., 2017,Chau et al., 2017]. Si le mouvement phototactique des Syne-
chocystis a de´ja` e´te´ signale´ et e´tudie´, la cause de la directionnalite´ du mouvement reste
sujette a` discussion. La phototaxie peut eˆtre de´crite soit comme la re´ponse a` la percep-
tion d’un gradient d’intensite´ lumineuse, par analogie avec la chimiotaxie qui de´finit la
re´ponse a` un gradient de nutriments ; soit comme re´sultant d’une directionnalite´ de la
lumie`re [Chau et al., 2017]. L’e´tude du mouvement de Synechocystis soumises a` diverses
conditions lumineuses isotropes pourrait apporter des e´le´ments nouveaux dans cette dis-
cussion en discriminant les effets ”dynamiques”, en termes de temps caracte´ristiques, et
les effets directionnels en rapport avec l’orientation du mouvement.
Ce chapitre vise a` caracte´riser l’influence de la luminosite´ sur la motilite´ des bacte´ries.
Deux configurations diffe´rentes sont e´tudie´es, en premier lieu la re´ponse a` des variations
d’intensite´s lumineuses avec un e´clairage isotrope, et ensuite la dynamique diffusive biaise´e
par un e´clairage directionnel : la phototaxie. Le dispositif expe´rimental utilise´ est celui
de´crit dans la partie 2.1. Pour les expe´riences en lumie`re isotrope, la source de lumie`re du
microscope (figure 2.1) peut eˆtre ajuste´e afin d’obtenir diffe´rentes intensite´s lumineuses, on
utilisera une intensite´ “normale” et une intensite´ “forte”. Quant a` la lumie`re directionnelle,
elle est obtenue avec la LED de la figure 2.7 page 54. La figure 5.1 sche´matise les dispositifs
expe´rimentaux utilise´s dans ce chapitre : (a) pour la partie 5.1 et (b) pour la partie 5.2.
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Flux lumineux isotrope Flux lumineux directionnel
Lumière normale ou forte 
Caméra Caméra
Lumière normale
LED blanc chaud
(a) (b)
Cache30°
Figure 5.1 – Sche´ma des dispositifs expe´rimentaux utilise´s dans ce chapitre. La cellule
de mesure est repre´sente´e en vert. (a) En conditions isotropes, les variations de lumie`re
sont apporte´es par le dispositif d’e´clairage associe´ au microscope. (b) Un flux de lumie`re
directionnel peut eˆtre ajoute´ par une LED “blanc chaud”. Un cache permet de maximiser
la part de lumie`re provenant de la LED par rapport a` l’e´clairage naturel environnant.
L’intensite´ lumineuse du dispositif d’e´clairage du microscope est re´gle´e a` sa valeur habi-
tuelle, utilise´e pour toutes les expe´riences de´crites jusqu’a` pre´sent. Le reste du dispositif
est de´crit en figure 2.1 page 48.
5.1 Conditions isotropes
5.1.1 Modification de la dynamique
La litte´rature concernant la Synechocystis mentionne une corre´lation positive entre la
vitesse moyenne de de´placement et l’intensite´ lumineuse [Choi et al., 1999]. Cependant, la
diffusion de cette bacte´rie e´tant intermittente, il est ne´cessaire d’e´tudier plus en de´tail la
dynamique par l’interme´diaire des temps caracte´ristiques, de la longueur des runs, ainsi
que la vitesse moyenne des pe´riodes de run. Pour cela, les cyanobacte´ries sont introduites
dans la cellule de mesure de´crite en figure 2.2 page 50, puis place´es dans le dispositif
expe´rimental de´crit en figure 5.1(a). Le dispositif d’e´clairage (Illuminateur Fibre Optique
Dolan-Jenner MI-150, Edmund Optics), qui assure une illumination suffisante pour l’en-
registrement des images par microscopie, permet de re´gler l’intensite´ lumineuse de´sire´e.
La tempe´rature de couleur de l’ampoule est de 3200 K, avec un pic de transmittance a`
700 nm.
Les bacte´ries sont soumises a` un flux lumineux variable sous forme d’e´chelons d’une
heure, comme illustre´ en figure 5.2(a). Le flux lumineux “normal”, dans les conditions
expe´rimentales classiques utilise´es dans le chapitre 3, est de 465 lux (7 µmol.m−2.s−1). En
5.1. CONDITIONS ISOTROPES 109
lumie`re forte, celui-ci passe a` 665 lux (10.2 µmol.m−2.s−1). Les mesures de flux lumineux
ont e´te´ re´alise´es avec un luxme`tre AMPROBE LM-120.
0 1 2 3 4 5 6 
Temps (h)
Intensité
Lumineuse (lux)
465
665
∆I
I0= Phase I
Phase II Phase IV
Phase III Phase V
(a) (b)
Temps (h)
Figure 5.2 – (a) Sche´ma repre´sentatif des variations d’intensite´ lumineuse subies par
les bacte´ries. La diffe´rence de luminosite´ entre les cre´neaux est note´e ∆I. Les diffe´rentes
phases de l’expe´rience sont indique´es, ou` les chiffres impairs correspondent a` une lu-
minosite´ normale et les chiffres pairs a` une luminosite´ forte. (b) E´volution temporelle
du coefficient de diffusion pendant la phase I, et formule analytique correspondant a`
l’e´quation 3.12.
L’expe´rience totale dure six heures, et elle a e´te´ re´pe´te´e trois fois. Il est de´licat de
la faire durer plus longtemps en raison de la dynamique transitoire observe´e dans le
chapitre 4, qui entraine une chute globale du coefficient de diffusion aux temps longs.
Nous n’e´tudierons pas ici les me´canismes de cette chute globale, qui peut eˆtre attribue´e
soit a` un vieillissement progressif des cellules sur le temps long de l’expe´rience, soit a`
l’augmentation de l’e´paisseur de la couche d’EPS, dont les effets sur la motilite´ ont e´te´
e´tudie´s dans le chapitre 3.
On applique un premier e´chelon lumineux deux heures apre`s l’introduction des cyano-
bacte´ries dans la cellule de mesure. Ce temps d’attente de deux heures permet de de´marrer
les expe´riences a` partir d’un coefficient de diffusion “stabilise´”, apre`s l’atteinte du plateau
caracte´ristique du coefficient de diffusion (voir par exemple la 3.2(b) page 59) et dont
nous avons longuement discute´ dans le chapitre 3. La figure 5.2(b) trace l’e´volution du
coefficient de diffusion D(t) pendant la phase I (e´clairage normal), et montre que celui-ci
est bien constant avant le de´but de la phase II (premier e´chelon). Le coefficient de diffusion
est calcule´ a` partir de l’e´quation 3.3 page 59 qui donne MSD(t,∆).
Nous nous inte´ressons dans un premier temps a` la diffe´rence de dynamique suivant
les conditions d’e´clairage. Suite a` l’application d’e´chelons de forte intensite´ lumineuse,
D augmente brusquement, puis relaxe ensuite plus lentement pour se stabiliser. Lorsque
la lumie`re redevient normale (application d’e´chelons “ne´gatifs”), le comportement est
syme´trique : D diminue d’abord avant de relaxer vers une valeur plateau D∞. Ces obser-
vations se re´pe`tent a` chaque nouvel e´chelon. Pour comparer plus facilement les coefficients
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de diffusion obtenus malgre´ la de´rive globale du coefficient de diffusion (qui tend a` dimi-
nuer aux temps longs), on les renormalise par la valeur D∞ atteinte a` la fin de la phase
conside´re´e (phases II a` V de la figure 5.2). La figure 5.3 pre´sente les e´volutions tempo-
relles des coefficients de diffusion ainsi renormalise´s pour les phases II a` V de l’une des
expe´riences re´alise´es.
(a) (b)
(d)(c)
Lumière forte Lumière normale
Figure 5.3 – E´volution temporelle des coefficients de diffusion normalise´s par leur
valeur finale. Trait plein : re´sultats expe´rimentaux. Trait pointille´ : formule analytique
(e´quation 5.10). Les re´sultats sont donne´s pour les phases II a` V (a-d) respectivement.
Voir le sche´ma illustratif de la nume´rotation des e´chelons en figure 5.2(a).
Pour avoir une connaissance plus fine des de´tails de la dynamique sous-jacente, nous
trac¸ons en figure 5.4(a) et (b) les distributions de probabilite´ de de´placement suivant la
direction horizontale, pour les deux types d’e´clairage. Ces distributions sont syme´triques,
les de´placements sont donc isotropes. On note cependant des diffe´rences de formes entre
les distributions obtenues sous e´clairage normal et celles obtenues sous forte intensite´ lumi-
neuse. L’amplitude du pic central est plus haute dans les conditions normales d’e´clairage,
signe d’une plus grande propension des bacte´ries a` eˆtre dans une pe´riode de “tumble”.
Dans le meˆme temps, la queue des distributions prend une forme exponentielle. Sous une
forte intensite´ lumineuse, les queues des distributions sont plus arrondies et se rapprochent
d’une fonction Gaussienne aux temps longs, comme l’illustre la figure 5.4(c).
Sur ces distributions de de´placements, en vertu du the´ore`me central limite, on s’attend
a` retrouver une forme Gaussienne lorsque les de´placements sont inde´pendants entre eux.
La motilite´ des Synechocystis e´tant caracte´rise´e par l’existence de pe´riodes de “runs” pen-
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(a) (b)Lumière forte Lumière normale
(c) Comparaison
∆t
(d)
Déplacements 
corrélés
Déplacements
«indépendants»
Un seul run
Deux runs
Pour des temps d'observation identiques :
Figure 5.4 – Distribution des probabilite´s de de´placement suivant une direction, pour les
instants ∆t=2, 10, 30, 50, 70 et 100s. La fle`che indique les temps croissants. (a) Pendant
la phase II (lumie`re forte). (b) Pendant la phase III (lumie`re normale). (c) Superposition
des distributions de de´placements entre les phases II (en rouge) et III (en bleu), pour un
intervalle ∆t=60 s. (d) Sche´ma illustrant des portions de trajectoires de 60 secondes en
lumie`re normale (bleu) et en lumie`re forte (rouge).
dant lesquels les de´placements sont directionnels, une forme Gaussienne e´merge lorsque
plusieurs “runs” ont eu lieu au cours de l’intervalle de temps conside´re´. C’est pourquoi les
distributions aux temps courts ne pre´sentent pas de queues arrondies sur les figures 5.4(a)
et (b). En revanche, les formes diffe´rentes des distributions trace´es en figure 5.4(c) in-
diquent que pour ∆t=60 secondes, les mouvements sont plus corre´le´s en lumie`re normale
qu’en lumie`re forte. Ces re´sultats sugge`rent que davantage de runs ont pu avoir lieu pen-
dant cet intervalle de temps en lumie`re forte. La discussion est sche´matise´e par le sche´ma
trace´ en figure 5.4(d).
Les formes diffe´rentes des distributions de de´placement signalent ainsi que les temps
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caracte´ristiques de “run” et de “tumble” peuvent varier au gre´ des changements de lu-
minosite´. Nous appliquons sur les trajectoires le crite`re de se´paration entre pe´riodes de
“runs” et de “tumbles” de´fini dans la partie 3.3.2 (pour rappel : ∆x?=0.9 µm et V ?=0.22
µm.s−1). Pour ve´rifier la pertinence de ces choix dans le cadre de ces nouvelles expe´riences,
nous avons superpose´ au coefficient de diffusion expe´rimental de la figure 5.2(b) le re´sultat
de la formule analytique 3.12, que nous rappelons ici :
D ∼ 1
4
V
2
m
〈τ 2run〉
〈τ〉
Le bon accord entre donne´es expe´rimentales et formule analytique indique que les crite`res
utilise´s pour de´tecter les pe´riodes de “runs” et de “tumbles” sont toujours pertinents. Ces
crite`res sont conserve´s pour dans toute cette partie.
Nous avons, pour chaque e´chelon des trois expe´riences, calcule´ l’e´volution temporelle
des temps moyens 〈τrun〉 et 〈τtumble〉. Nous avons retire´ de l’analyse les temps de “tumble”
supe´rieurs a` 200 secondes, en conside´rant que cela correspond a` une bacte´rie qui arreˆte
de´finitivement de se de´placer. Pour pouvoir comparer et moyenner les expe´riences entre
elles, les temps sont renormalise´es par leurs valeurs finales : τ run et τ tumble. Les valeurs
finales sont les valeurs moyenne´es apre`s l’instant t=2500 secondes, qui correspond a` l’at-
teinte d’une valeur plateau. La figure 5.5 sche´matise la normalisation pour un e´chelon de
forte intensite´ lumineuse.
Figure 5.5 – E´volution temporelle du temps de “run” moyen pour un e´chelon lumineux.
La valeur calcule´e pour la renormalisation τ run est indique´e par les pointille´s. Elle est
obtenue comme la moyenne de 〈τrun〉 pour t ≥2500 secondes.
Les e´volutions temporelles de 〈τrun〉/τ run et 〈τtumble〉/τ tumble sont trace´es en figure 5.6.
Les donne´es sont moyenne´es sur quatre e´chelons de lumie`re repre´sentatifs (lumie`re forte /
lumie`re normale) re´alise´s au cours de trois expe´riences diffe´rentes. Les temps de “run” ne
sont pas constants au cours du temps. A chaque augmentation de l’intensite´ lumineuse,
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les temps τrun augmentent rapidement puis relaxent vers leur valeur initiale. Avec une di-
minution d’intensite´ lumineuse, l’e´volution est syme´trique. Les temps de “tumble” suivent
l’e´volution oppose´e : apre`s une augmentation d’intensite´ lumineuse, ils de´croissent brus-
quement avant de remonter, et inversement. La diminution des temps de “tumble” a pour
conse´quence que le temps se´parant deux pe´riodes de “run” est plus court sous forte inten-
site´ lumineuse, comme suppose´ a` partir des distributions de de´placement expe´rimentales
(figure 5.4). Les vitesses pendant les pe´riodes de “run”, trace´es en figure 5.7, sont quant
a` elles sensiblement constantes.
(a) (b)
Figure 5.6 – E´volution en fonction du temps : (a) des temps de “run”, (b) des temps de
“tumble”, renormalise´s par leur valeur finale τ run et τ tumble respectivement. Les donne´es
sont le re´sultat d’une moyenne sur quatre e´chelons diffe´rents. En rouge : lumie`re forte, en
bleu : lumie`re normale.
Figure 5.7 – Vitesse moyenne pendant les pe´riodes de “runs” en fonction du temps.
Ces re´sultats mettent en e´vidence l’adaptation des temps de “run” et de “tumble”
a` des conditions de lumie`res variables. Ils traduisent l’existence d’une re´ponse du com-
portement dynamique aux changements de conditions exte´rieures. Une telle capacite´ de
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re´ponse d’organismes vivants a e´te´ observe´e par [Segall et al., 1986], qui ont e´tudie´ le chan-
gement de fre´quence de “run” pour des bacte´ries Escherichia coli soumises a` des stimuli
chimiques. Pour rappel, la re´ponse a` une injection constante d’aspartate est reproduite en
figure 1.15 page 37. Plus re´cemment, ces re´sultats expe´rimentaux ont fait l’objet d’e´tudes
the´oriques [De Gennes, 2004, Clark and Grant, 2005, Celani and Vergassola, 2010], en
termes de the´orie de la re´ponse line´aire.
5.1.2 Fonction re´ponse
La re´ponse chimiotactique des Escherichia coli mentionne´e ci-dessus, a e´te´ mode´lise´e
par [De Gennes, 2004] dans le cas de faibles gradients en compose´s chimiques. Pour de
petites perturbations, d’apre`s la formule 1.28 rappele´e ici, le signal de sortie est e´gal a` :
S(t) =
∫ t
−∞
R(t− t′)F (t′) dt (5.1)
ou` F (t) est la perturbation impose´e au syste`me, qui est caracte´rise´ par la fonction re´ponse
R(t).
Les expressions re´sultantes exprimant l’e´volution des temps de “run” et de “tumble”
sont alors les suivantes :
1
〈τrun〉(t) =
1
τ run
[
1−
∫ t
Rrun(t− t′)c(t′) dt′
]
(5.2)
1
〈τtumble〉(t) =
1
τ tumble
[
1−
∫ t
Rtumble(t− t′)c(t′) dt′
]
(5.3)
Les fonctions Rrun et Rtumble de´signent les fonctions re´ponses lors des diffe´rentes
pe´riodes du mouvement. Dans ce formalisme, c(t) de´signe la concentration en mole´cules
perturbatrices. Dans notre cas, la perturbation e´tudie´e est plutoˆt la variation d’intensite´
lumineuse, et par analogie nous posons c(t)↔ ±∆I, +∆I dans le cas d’une augmentation
de la luminosite´ et −∆I lorsqu’elle est abaisse´e.
Pour nous ramener aux grandeurs mathe´matiques des e´quations 5.2 et 5.3 , on trace
sur la figure 5.8 les e´volutions de τrun〈τrun〉 et
τ tumble
〈τtumble〉 , moyenne´es sur quatre cre´neaux de
lumie`re. Cette repre´sentation correspond juste a` tracer l’inverse de l’axe des ordonne´es de
la figure 5.6.
Les e´volutions temporelles trace´es en figure 5.8 sont syme´triques par rapport a` la
droite d’ordonne´e 1. D’apre`s l’e´quation 5.2, l’e´cart par rapport a` 1 repre´sente le produit
de convolution de la fonction re´ponse avec la perturbation±∆I. En reprenant les notations
de l’e´quation 5.1, la sortie du syste`me est S(t) = (1− τrun〈τrun〉), et l’entre´e est F (t) = ±∆I.
La syme´trie par rapport a` l’axe y = 1 est donc cohe´rente avec la the´orie de la re´ponse
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(a) (b)
Figure 5.8 – (a) E´volution temporelle de l’inverse des temps moyens de “run”, renorma-
lise´s par la valeur finale τrun〈τrun〉 . (b) E´volution temporelle de l’inverse des temps moyens de
“tumble”, renormalise´s par la valeur finale τ tumble〈τtumble〉 . Les valeurs trace´es correspondent aux
inverses des valeurs de la figure 5.6. Trait plein noir : mode`le analytique correspondant a`
la formule 5.6.
line´aire, dans la mesure ou` l’on s’attend a` ce que la fonction en sortie d’une entre´e +F
soit l’oppose´ de la re´ponse a` une entre´e −F . Ce raisonnement s’applique e´galement aux
temps de “tumble” (figure 5.8(b)).
Nos donne´es expe´rimentales sont bruite´es et proches de la limite de re´solution. Elles
ne permettent pas le calcul d’une fonction re´ponse de manie`re pre´cise en de´convoluant le
signal de sortie. Nous de´cidons donc de les ajuster avec une forme de fonction re´ponse
connue donne´e ci-dessous [Clark and Grant, 2005, Celani and Vergassola, 2010], obte-
nue en suivant des me´thodes d’optimisation et permettant de de´crire la chimiotaxie de
bacte´ries Escherichia coli :
Rrun(t) = Wrun(1− λt
2
− λ
2t2
4
)e−λt (5.4)
Dans l’e´quation 5.4, Wrun est un parame`tre d’amplitude qui caracte´rise l’intensite´ de
la sortie en fonction de celle de l’entre´e. λ correspond a` l’inverse d’un temps de relaxation,
ce parame`tre ge`re l’instant du maximum de re´ponse en sortie. On utilise cette forme pour
Rrun, que l’on injecte dans l’e´quation 5.2 avec c(t) = +∆I, et on calcule :
τ run
〈τrun〉(t) = 1−
∫ t
0
Wrun(1− λt
′
2
− λ
2t′2
4
)e−λt
′
∆I dt′ (5.5)
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pour aboutir finalement a` la forme suivante :
τ run
〈τrun〉(t) = 1−Wrun∆I(t+
λt2
4
)e−λt (5.6)
La figure 5.8 indique que les variations temporelles de τrun et de τtumble s’effectuent
avec le meˆme temps caracte´ristique. Nous gardons le meˆme parame`tre λ pour la fonction
re´ponse des temps de “tumble”. Comme les variations sont oppose´es a` celles des temps de
“run”, on change le signe devant le parame`tre d’amplitude Wrun pour obtenir finalement :
τ tumble
〈τtumble〉(t) = 1 +Wtumble∆I(t+
λt2
4
)e−λt (5.7)
La variation d’intensite´ lumineuse ∆I sont fixe´es a` ±200 lux. Comme montre´ en fi-
gure 5.8, l’ajustement des courbes expe´rimentales par les e´quations 5.6 et 5.7 est satisfai-
sant et avec les parame`tres de fit λ−1=400 s, Wrun=4 10−6 lux−1.s−1 et Wtumble=7 10−4
lux−1.s−1.
Pour ve´rifier la pertinence de l’analyse mene´e jusqu’ici, on peut tester la formule
the´orique :
D ∼ 1
4
V
2
m
〈τ 2run〉
〈τ〉
avec les 〈τrun〉 et 〈τtumble〉 provenant de l’inversion des e´quations 5.6 et 5.7, et confronter
le re´sultat aux valeurs expe´rimentales du coefficient de diffusion. Pour cela, on approxime
le temps moyen entre deux “runs” : 〈τ〉 ≈ 〈τrun〉 + 〈τtumble〉. Il nous faut aussi exprimer
〈τ 2run〉 en fonction de 〈τrun〉, qui est la grandeur obtenue par l’e´quation 5.6. Dans ce but,
on trace la variance des temps de “runs” : V ar(τrun) = 〈τ 2run〉 − 〈τrun〉2, en fonction de
〈τ 2run〉. Les re´sultats sont pre´sente´s en figure 5.9 pour deux pe´riodes de lumie`re forte et
deux pe´riodes de lumie`re normale (phases II a` V sur la figure 5.2(a)). On re´alise une
interpolation line´aire sur les donne´es expe´rimentales, pour obtenir la formule empirique
suivante :
V ar(τrun) = a〈τ 2run〉+ b (5.8)
avec a=0.6 et b=-16 s2. En utilisant la de´finition de la variance, il vient :
〈τ 2run〉 =
b+ 〈τrun〉2
1− a (5.9)
On pose frun(t) = Wrun∆I(t+
λt2
4
)e−λt et ftumble(t) = Wtumble∆I(t+ λt
2
4
)e−λt. En com-
binant les e´quations 5.6, 5.7, 5.9 et 3.12, on aboutit a` la formule finale pour le coefficient
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Figure 5.9 – Variance des temps de “runs” en fonction du second moment de leur
distribution. Points rouges : expe´riences sous lumie`re forte, points bleus : expe´riences
sous lumie`re normale. Trait plein noir : interpolation line´aire V ar(τrun)=a〈τ 2run〉+ b avec
a=0.6 et b=-16 s2.
de diffusion :
D =
V
2
m
4(1− a)
b+ ( τ run1−frun )
2
τ run
1−frun +
τ tumble
1+ftumble
(5.10)
Les coefficients de diffusion obtenus avec l’e´quation 5.10, renormalise´s par leur va-
leur finale (la moyenne aux temps supe´rieurs a` 3000 secondes), sont compare´s avec les
re´sultats expe´rimentaux sur la figure 5.3. Ils pre´sentent un bon accord avec les valeurs
expe´rimentales. A` partir des fonctions re´ponses des temps de “runs” et de “tumble”, on
peut donc pre´dire l’e´volution de la dynamique du syste`me.
Si la syme´trie des re´ponses a` des flux oppose´s est bien cohe´rente avec cette the´orie
(voir figure 5.8), pour valider de´finitivement son utilisation il faudrait pouvoir relier
line´airement l’amplitude de la re´ponse avec celle de l’entre´e (flux lumineux impose´). La
ve´rification expe´rimentale de cette proportionnalite´ est de´licate pour une premie`re raison :
la faible amplitude de la re´ponse empeˆche de la mesurer pour des ∆I trop faibles.
Pour des ∆I mode´re´s utilise´s jusqu’ici, la fonction re´ponse choisie a une inte´grale
qui tend vers 0 a` temps long. Cela implique que le signal de sortie est le meˆme avant
le de´but de la perturbation et apre`s avoir attendu suffisamment longtemps. Pour e´tudier
l’effet de ∆I grands par rapport au signal initial, nous avons re´pe´te´ l’expe´rience de´crite en
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Perturbation lumineuse ∆I/I0=0,5 Perturbation lumineuse forte ∆I/I0=2,5(a) (b)
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Figure 5.10 – E´volution temporelle du coefficient de diffusion (a) avec des e´chelons de
∆I
I0
=0.5 et (b) avec des e´chelons de ∆I
I0
=2.5.
figure 5.2(a), avec une intensite´ lumineuse initiale I0=80 lux. L’e´volution du coefficient de
diffusion au cours des cinq premiers e´chelons de l’expe´rience est donne´e en figure 5.10(b),
et compare´e avec l’expe´rience e´tudie´e jusqu’ici pour I0=465 lux dont les re´sultats sont
donne´s en figure 5.10(a). Suite a` une perturbation forte, la valeur des coefficients de
diffusion a` la fin de l’e´chelon est tre`s diffe´rente d’un e´chelon a` l’autre. Cette diffe´rence
n’est pas pre´vue par la fonction re´ponse choisie. La forme utilise´e est donc valable pour
une certaine gamme de perturbation, mais pas ge´ne´ralisable, soit parce que le syste`me
devient non-line´aire a` de plus fortes perturbations, soit parce qu’il faut en proposer une
nouvelle.
Pour rechercher classiquement la forme d’une fonction re´ponse, on soumet le syste`me a`
une fonction Dirac en entre´e. Par les proprie´te´s du produit de convolution (e´quation 1.28),
la sortie mesure´e est alors directement la fonction re´ponse du syste`me. Nous avons im-
pose´ aux bacte´ries des impulsions courtes (30 secondes) de lumie`re, mais sans obtenir de
re´sultat probant, peut-eˆtre a` cause de l’amplitude trop faible de la source lumineuse uti-
lise´e. Des expe´riences avec une source lumineuse plus puissante et un tre`s grand nombre
de bacte´ries pourraient peut-eˆtre permettre de proposer une fonction re´ponse mieux iden-
tifie´e.
5.1.3 Interaction entre les bacte´ries
Nous avons aussi remarque´ que ces re´gimes transitoires de´crits en termes de fonc-
tion re´ponse s’accompagnent d’un le´ger changement morphologique du syste`me. La fi-
gure 5.11(a) trace les distributions des aires A des particules de´tecte´es, pour les phases
I a` III de l’expe´rience. Les particules de´tecte´es correspondent aux zones blanches des
images binarise´es, comme montre´es sur la figure 2.8 page 55. On observe des pics succes-
sifs, qui correspondent au nombre de bacte´ries dans les groupements de tailles discre`tes
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(1, 2 ou 3 bacte´ries). Cette distribution s’e´largit apre`s l’augmentation de l’intensite´ lu-
mineuse (transition de la phase I a` II), puis se raccourcit lorsque la lumie`re redevient
normale (transition de la phase II a` III). A titre illustratif, on a repe´re´ l’e´volution du
pic correspondant au groupement de deux bacte´ries par une fle`che. Cette alternance est
signe d’un regroupement cellulaire lorsque l’intensite´ lumineuse augmente, suivi d’une
se´paration lorsque l’intensite´ redevient “normale”. Le sche´ma en figure 5.11(b) illustre ce
me´canisme.
(a) (b) Lumière forte
Lumière normale
U
∆x1
2
3
1 bactérie 2 bactéries 3 bactéries
Aire
Figure 5.11 – (a) Distribution des tailles des particules de´tecte´es pour les trois premie`res
phases de l’expe´rience. Les fle`ches rouges et bleues indiquent les changements lors de
cre´neaux de lumie`re montants et descendants respectivement. (b) Sche´matisation du
me´canisme re´versible expliquant la variation du nombre de bacte´ries de´tecte´es : trois
bacte´ries proches peuvent se rassembler puis se dissocier. Le vecteur entre une bacte´rie
et sa plus proche voisine
−→
U et son vecteur de´placement ∆−→x sont de´finis pour la bacte´rie
n◦3.
Pour quantifier ce regroupement, on calcule la corre´lation entre le vecteur de´placement
∆−→x et le vecteur reliant la bacte´rie conside´re´e et sa plus proche voisine −→U . Ces vecteurs
sont de´finis sur la figure 5.11(b). La corre´lation est calcule´e en fonction de la distance d
entre les deux bacte´ries conside´re´es (e´gale la norme du vecteur
−→
U ), et normalise´e par les
normes des deux vecteurs respectif :
C(d) =
〈
∆−→x · −→U
||∆−→x ||.||−→U ||
〉
(5.11)
ou` les crochets indiquent une moyenne sur tous les de´placements enregistre´s avec une plus
proche voisine situe´e a` une distance d. Une corre´lation positive indique une attraction des
bacte´ries entre elles, une corre´lation ne´gative une re´pulsion, et une corre´lation nulle signale
l’absence d’interaction entre les bacte´ries. C(d) est e´value´ sur chaque image de la vide´o
expe´rimentale conside´re´e, le de´placement e´tant calcule´ sur δt=5 s : ∆−→x=−→X (t+δt)−−→X (t).
Les re´sultats sont pre´sente´s en figure 5.12.
Les corre´lations positives a` des courtes distances inter-particulaires signifient que les
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bacte´ries peuvent s’attirer lorsqu’elles sont suffisamment proches. On de´finit la distance
d’interaction comme la distance pour laquelle C(d) s’annule. La figure 5.12 montre que
sous un e´clairage fort, cette distance est supe´rieure de ∆l∼2 µm par rapport a` l’e´clairage
normal. Ces re´sultats sugge`rent qu’une forte intensite´ lumineuse tend a` favoriser la capa-
cite´ d’attraction entre les bacte´ries, ce qui pourrait expliquer les variations des distribu-
tions de taille des particules repe´re´es en figure 5.11(a).
∆l
Figure 5.12 – Corre´lation entre les de´placements d’une bacte´rie et le vecteur pointant
vers sa plus proche voisine en fonction de la distance d les se´parant. ∆l repre´sente l’e´cart
entre les distances de corre´lations obtenues sous e´clairage fort et sous e´clairage normal.
Les re´sultats de cette partie montrent une interaction plus importante entre bacte´ries
a` haute luminosite´. Les distances d’interactions obtenues, de l’ordre de 6-7 µm, sont
cohe´rentes avec celles utilise´es pour les simulations nume´riques de la partie 4.4, conjec-
ture´es a` partir de conside´rations ge´ome´triques sur le diame`tre des cellules et la longueur
de leur pili de type IV. [Nakane and Nishizaka, 2017] ont e´tabli l’augmentation du nombre
de pili avec l’e´clairement dans le cas d’une lumie`re directionnelle. De plus, les pili de type
IV sont responsables de l’attraction des bacte´ries entre elles [Bonazzi et al., 2018]. L’aug-
mentation de la longueur de corre´lation avec l’intensite´ lumineuse que nous mettons en
e´vidence serait ainsi consistante avec les donne´es de la litte´rature : l’intensite´ lumineuse
favoriserait l’accrochage entre bacte´ries par une prolife´ration des pili.
Il serait inte´ressant d’e´tudier si cette agre´gation donne lieu a` des formes de croissance
de micro-colonies diffe´rentes selon l’intensite´ lumineuse. En effet, la capacite´ d’interaction
entre particules fait partie des me´canismes important a` prendre en compte dans la forma-
tion d’un biofilm, comme le montrent les re´sultats du chapitre 4 et d’autres travaux sur
ce sujet [Taktikos et al., 2015].
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5.1.4 Discussion
Pour revenir a` la re´ponse dynamique du syste`me aux stimuli lumineux, nos re´sultats
indiquent que la lumie`re n’influence pas la vitesse de de´placement pendant les pe´riodes
de “runs”, mais plutoˆt les temps caracte´ristiques de la motilite´ : les temps de “run” aug-
mentent et les temps de “tumble” diminuent. Ces variations de temps caracte´ristiques
sont de´crites par un re´gime transitoire dont la forme est complexe, avec un maximum
suivi d’une relaxation vers un plateau. Si nos donne´es expe´rimentales ne permettent
pas l’e´tablissement d’une fonction re´ponse pre´cise, l’utilisation d’une forme obtenue pour
l’e´tude de la chimiotaxie des Escherichia coli les mode´lise convenablement.
Premier pic
Second pic
Figure 5.13 – Fonction re´ponse pour les pe´riodes de “runs”, de´finie par l’e´quation 5.4.
Les fle`ches indiquent les points caracte´ristiques de cette fonction.
Cette fonction, de´finie par l’e´quation 5.4, est trace´e en figure 5.13. Elle pre´sente un
premier maximum a` l’instant initial, et un minimum aux alentours de 1000 secondes,
qui de´finit un second pic. Dans le cas de la chimiotaxie, le premier pic correspond a` une
augmentation rapide de la vitesse des bacte´ries pour qu’elles puissent se diriger vers la
zone qui contient le plus de nutriments. Le second pic traduit quant a` lui la capacite´ a`
ralentir pour rester dans les zones favorables une fois qu’elles sont atteintes. La forme de
la fonction re´ponse correspond a` un compromis entre ces deux me´canismes antagonistes.
La re´ponse des Synechocystis aux changements de conditions lumineuses pourrait donc
re´sulter de la recherche d’un optimum, et la fonction re´ponse utilise´e ici pourrait eˆtre teste´e
avec d’autres types de perturbations physico-chimique (tempe´rature, nutriments...).
En ce qui concerne la re´ponse chimiotactique des bacte´ries Escherichia coli, le temps
caracte´ristique λ−1 est de l’ordre de 1s, ce qui correspond au temps moyen de “run”.
Notre valeur de λ−1=400 s est nettement supe´rieure, mais reste cohe´rente car le syste`me
que nous e´tudions est e´galement plus lent. Il est ne´anmoins notable que λ−1 n’est pas
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de l’ordre de grandeur de τrun dans notre syste`me. Ceci peut eˆtre duˆ soit au fait que les
taxies e´tudie´es sont diffe´rentes, soit a` des proprie´te´s de re´ponse qui diffe`rent d’un micro-
organisme a` l’autre. Une e´tude de la chimiotaxie des Synechocystis pourrait permettre de
re´pondre a` cette question en comparant les temps caracte´ristiques obtenus en re´ponse a`
des stimuli chimiques a` ceux observe´s ici pour des stimuli lumineux.
5.2 Phototaxie
La partie pre´ce´dente a mis en e´vidence l’adaptation de la motilite´ des Synechocystis
a` des variations de lumie`re isotropes. Nous e´tudions maintenant comment prendre en
compte l’introduction d’une directionnalite´ du flux lumineux. L’e´clairage est assure´ par
une diode e´lectro-luminescente (LED) blanc chaud, dans le dispositif de´taille´ en partie 2.5
page 53. On ajoute un cache sur le syste`me expe´rimental afin d’e´viter la pollution lumi-
neuse exte´rieure. La figure 5.1(b) sche´matise l’installation expe´rimentale. Le flux lumineux
incident est oriente´ de 30◦ par rapport a` l’horizontale avant re´fraction par le verre de la
cellule de mesure, nos expe´riences ne sont donc pas re´alise´es en incidence rasante.
Les expe´riences sont re´alise´es selon le principe repre´sente´ en figure 5.2(a) : on alterne
des pe´riodes d’e´clairage isotrope d’une heure avec des pe´riodes d’e´clairage directionnel a`
haute intensite´ de meˆme dure´e. La phase I de l’expe´rience, ou` les bacte´ries sont soumises
a` une lumie`re normale pendant deux heures, permet d’atteindre un coefficient de diffusion
constant, conforme´ment aux re´sultats du chapitre 3. Sous e´clairage normal, les bacte´ries
sont soumises a` un flux lumineux de 80 lux. Le flux total rec¸u avec la diode est de 5000
lux, soit 80 µmoles.m−2.s−1. La LED utilise´e n’a pas un e´clairage purement directionnel,
mais la lumie`re est e´mise dans un coˆne de demi-angle 45◦, comme le montre la figure 5.14.
5.2.1 Premie`re analyse
Une diffusion biaise´e
Les trajectoires sont de´coupe´es en pe´riodes de 250 secondes, dont l’origine est ramene´e
a` la position (0,0). Les trajectoires dont la distance totale parcourue est infe´rieure a` 2 µm
sont retire´es de l’analyse. Le domaine est divise´ en sites de coˆte´ 0.2 µm. On incre´mente
ensuite chaque site de l’image a` chaque fois qu’une position y est de´tecte´e. La valeur
de chaque site est ensuite renormalise´e de sorte a` ce que la somme sur le domaine soit
e´gale a` 1 (la proce´dure est de´taille´e dans la partie 4.1.2). Les probabilite´s de visite de
site obtenues sont donne´es en figure 5.15 pour une heure d’enregistrement avec et sans
e´clairage directionnel.
Le protocole expe´rimental permet de distinguer la dynamique avec et sans lumie`re
directionnelle. En effet, les sites visite´s de la figure 5.15(a) pre´sentent bien un biais dans
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Figure 5.14 – Photographie du coˆne de lumie`re ge´ne´re´ par la LED utilise´e. Les limites
du coˆne de luminosite´ ont e´te´ trace´es dans les directions ±45◦ par rapport a` la direction
principale de la lumie`re. La direction x indique la direction vers la source de lumie`re et y
sa direction transverse.
(a) (b)
Figure 5.15 – Sites visite´s au cours de pe´riodes de 250 secondes. Rouge : site visite´ le
plus de fois. Bleu : site non visite´. (a) Re´sultats avec une lumie`re directionnelle provenant
de x > 0 et (b) re´sultats avec un e´clairage isotrope. L’axe x correspond a` la direction lon-
gitudinale de la lumie`re et l’axe y a` sa direction transverse. Les valeurs r place´es au-dessus
des images indiquent les re´sultats d’un test de Rayleigh, calcule´ suivant l’e´quation 5.15.
la direction de la lumie`re, vers les x positifs. La figure 5.15(b) correspond quant a` elle
a` un e´clairage isotrope et est assimilable a` une tache diffusive classique, sans direction
privile´gie´e apparente. L’e´mergence d’une direction privile´gie´e du de´placement te´moigne
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d’un mouvement phototactique des Synechocystis, aux longueurs d’ondes utilise´es dans
cette expe´rience. On note aussi que meˆme suivant la direction transverse y, la distribution
des sites visite´s est plus large en pre´sence d’une lumie`re directionnelle. Celle-ci augmente
donc en meˆme temps les de´placements suivant les directions longitudinale x et transverse
y.
Ces premiers re´sultats mettent en e´vidence la directionnalite´ du mouvement. Nous
nous focalisons maintenant sur la dynamique de cette directionnalite´, pour voir si la
reconnaissance d’une direction privile´gie´e est imme´diate ou s’il y a un de´lai entre le chan-
gement de conditions lumineuses et l’introduction d’un biais dans le de´placement. Pour
cela, nous calculons pour un instant t depuis le de´but de l’e´chelon la vitesse moyenne
suivant les axes x et y, de´finis comme :
Vx =
〈
x(t+ δ)− x(t)
δ
〉
(5.12)
Vy =
〈
y(t+ δ)− y(t)
δ
〉
(5.13)
Les positions x et y viennent des trajectoires d’une dure´e δ=50 s enregistre´es entre les
instants t et t+δ, et les crochets de´signent une moyenne sur l’ensemble de ces trajectoires.
Les bacte´ries s’e´tant de´place´es de moins de 2 µm pendant δ sont retire´es de l’analyse. La
figure 5.16 pre´sente les vitesses de de´placements Vx et Vy.
Figure 5.16 – Vitesse moyenne suivant en fonction du temps suivant les directions
(a) longitudinale x et (b) transverse y. En rouge : vitesses enregistre´es avec un e´clairage
directionnel, en bleu : avec un e´clairage isotrope. Le trait pointille´ noir indique une vitesse
nulle.
La vitesse Vx est non nulle en pre´sence d’un e´clairage directionnel, ce qui traduit
l’existence d’un de´placement moyen dans la direction de la lumie`re. Cette composante est
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nulle dans le cas d’un e´clairage isotrope, sauf pour les temps infe´rieurs a` 500 secondes pour
lesquels une vitesse ne´gative moyenne semble exister (nous n’avons pas d’explication pour
cette portion de la courbe). La vitesse Vy reste e´gale a` 0 quelles que soient les conditions
de luminosite´.
D’autre part, on constate sur la figure 5.16(a) que la vitesse Vx est non nulle instan-
tane´ment apre`s l’introduction d’une lumie`re directionnelle. Les Synechocystis sont donc
capables de choisir une direction pre´cise et de s’orienter dans cette direction dans un
temps tre`s court.
Les distributions de probabilite´ de de´placements suivant les deux axes, qui donnent
plus de de´tail sur la dynamique des cellules, confirment ces premie`res observations sur la
directionnalite´ du mouvement. Elles sont trace´es en figure 5.17 pour les deux conditions
d’e´clairage.
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Figure 5.17 – Distributions des probabilite´s de de´placement pour les instants ∆t=2, 10,
30, 50, 70 et 100s. En haut : dans la direction longitudinale, en bas : dans la direction
transverse. A gauche, sous une lumie`re directionnelle, a` droite : sous une lumie`re isotrope.
La distribution des de´placements selon x est asyme´trique lorsque les Synechocystis
sont soumises a` un flux lumineux directionnel, comme indique´ en figure 5.17(a). Cette
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asyme´trie ne se retrouve pas selon la direction transverse (figure 5.17(c)). On ne la trouve
pas non plus avec des conditions d’e´clairage isotropes, ou` les distributions sont les meˆmes
suivant les axes x et y (figure 5.17(b) et (d)).
Un point marquant est a` noter en ce qui concerne les distributions transverses avec ou
sans flux lumineux directionnel (c et d) : les distributions sont plus larges en pre´sence du
flux, bien que celui-ci soit ne soit pas oriente´ dans cette direction. De plus, les distributions
de la figure (c) sont plus arrondies et ressemblent davantage a` des fonctions Gaussiennes.
Ce re´sultat rappelle la discussion autour de la figure 5.4(c) base´e sur le the´ore`me central
limite. La forme plus Gaussienne des distributions aux temps longs avec un flux lumineux
directionnel signale que les de´placements sont plus inde´pendants, et donc que la fre´quence
de “runs” est augmente´e par ce flux, selon le me´canisme sche´matise´ en figure 5.4(d). Ceci
sugge`re que le flux lumineux directionnel a aussi une influence sur la dynamique globale
des bacte´ries, pas seulement dans la direction de la source lumineuse.
On remarque aussi que dans la direction oppose´e a` la source (x < 0), les distributions
sont aussi larges que dans la direction transverse (a et c). Il existe bien un de´placement
moyen non nul, re´ve´le´ par l’asyme´trie des distributions, mais les largeurs similaires sui-
vant x < 0 et y traduisent aussi l’existence de de´placements ale´atoires. Le mouvement
global a donc une composante directionnelle, et une composante diffusive, dont les pro-
portions respectives restent a` mesurer. Les distributions de la figure 5.17 sous-entendent
qu’une lumie`re directionnelle peut avoir deux effets : l’orientation du mouvement dans
une direction privile´gie´e et l’augmentation globale de la dynamique par l’augmentation
de l’intensite´ lumineuse.
Quantification de l’anisotropie du mouvement
Pour quantifier le biais du de´placement moyen re´sultant, nous avons calcule´ la direction
du mouvement associe´ aux de´placements enregistre´s. A` chaque trajectoire motile de 250
seconde utilise´e pour le trace´ de la figure 5.15, on associe ses de´placements ∆x et ∆y
entre le de´but et la fin de la trajectoire suivant les directions x et y. On e´value ensuite sa
direction moyenne θ ∈ [−pi; pi] dans le repe`re (x, y) de la manie`re suivante :
θ = sign (∆y) acos
(
∆x√
∆x2 + ∆y2
)
(5.14)
Le biais d’une distribution de de´placement peut se calculer a` partir de la valeur r d’un
test de Rayleigh [Mardia, 1975, Berens, 2009]. Celle-ci est de´finie de la manie`re suivante
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pour les N trajectoires motiles de 250 secondes enregistre´es :
r =
1
N
√√√√( N∑
i=1
cos(θ)
)2
+
(
N∑
i=1
sin(θ)
)2
(5.15)
L’e´quation 5.15 garantit que r reste borne´ entre 0 et 1 : une valeur nulle traduit
l’absence de direction privile´gie´e, et si r=1, alors toutes les trajectoires vont dans la
meˆme direction. Le re´sultat de ce test est annote´ sur la figure 5.15, on trouve r=0.24 avec
un e´clairage directionnel, et r=0.015 sous e´clairage isotrope. Il confirme donc l’existence
d’un biais dans le mouvement cre´e´ par la source lumineuse. Cependant, la valeur r obtenue
reste e´loigne´e de 1 meˆme avec l’e´clairage directionnel : l’orientation des de´placements n’est
pas uniforme.
5.2.2 Diffe´rentes populations
Cette he´te´roge´ne´ite´ de l’orientation traduit l’existence de comportements he´te´roge`nes
des bacte´ries. La figure 5.18 pre´sente diffe´rentes trajectoires de δ=100 secondes obtenues
dans le cas d’un e´clairage directionnel. Par souci de lisibilite´, nous nous sommes focalise´s
sur une zone de 250 pixels de coˆte´, dans une image totale de 800×640 pixels. Les points
noirs de´signent la position finale des bacte´ries. Certaines trajectoires sont tre`s courtes,
d’autres montrent des de´placements dans la direction du flux lumineux (indique´ par la
fle`che rouge au centre de l’image), et enfin une dernie`re partie des trajectoires se de´place,
mais dans une direction ale´atoire. A chaque trajectoire i, on associe son de´placement−→
di entre les positions initiales et finales, ainsi que son de´placement suivant la direction
longitudinale de la lumie`re xi = x(δ) − x(0). Cela permet de de´finir la corre´lation entre
son de´placement et la direction de la lumie`re ci, de la manie`re suivante :
ci =
xi
||−→di ||
(5.16)
Avec cette de´finition, ci est le cosinus de l’angle entre le vecteur de´placement et le vecteur
unitaire donnant la direction de la lumie`re. Ces grandeurs permettent de de´finir trois
populations :
– Si ||−→di || < dmin, la trajectoire est de´clare´e non-motile, quelle que soit la valeur de
ci.
– Si ci < C, la trajectoire est de´clare´e ale´atoire.
– Si ci ≥ C la trajectoire est de´clare´e phototactique.
La figure 5.18 pre´sente les re´sultats de cette proce´dure de se´paration avec dmin=3 µm
et C=
√
2/2, ce qui correspond a` un faisceau de demi-angle 45◦ autour de la direction de
la lumie`re. Sur les 30 trajectoires trace´es, 3 sont non motiles, 15 sont ale´atoires et 12 sont
phototactiques.
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Figure 5.18 – Exemple de trajectoires enregistre´es sur 100 secondes, sur une vide´o
avec un e´clairage directionnel. Les couleurs correspondent au re´sultat de la proce´dure
de diffe´renciation de´crite ci-dessus. Rouge : trajectoires phototactiques, bleu : trajectoires
ale´atoires, vert : trajectoires non motiles. La fle`che rouge indique la direction vers la source
lumineuse (direction x) et le coˆne rouge le faisceau de demi-angle 45◦ utilise´ pour de´finir
les trajectoires phototactiques.
A` partir de cette proce´dure de distinction, on peut tracer l’e´volution temporelle des
proportions des diffe´rentes populations. Nous excluons de l’analyse les bacte´ries non mo-
tiles. En raison de la proportion du domaine couverte par un coˆne de demi-angle 45◦
(voir figure 5.18), on s’attend statistiquement a` avoir 2×45/360=25 % des trajectoires
motiles de´clare´es comme phototactiques. Cette valeur de re´fe´rence (25%) est trace´e sur
la figure 5.19(a) avec les e´volutions des proportions respectives de trajectoires ale´atoires
et phototactiques. La figure 5.19(b) rappelle les conditions lumineuses impose´es aux Sy-
nechocystis.
En conditions isotropes, la proportion de bacte´ries de´tecte´es comme phototactiques
correspond bien a` la valeur pre´vue, due a` la portion de surface couverte par notre crite`re
de se´lection. Les e´carts a` cette re´fe´rence uniquement pendant les e´chelons lumineux aniso-
tropes te´moignent d’un mouvement phototactique. La proportion de trajectoires ale´atoires
diminue de manie`re significative apre`s application d’un e´chelon de lumie`re directionnelle.
Dans le meˆme temps, la proportion de bacte´ries phototactiques augmente, ce qui indique
un transfert d’une population vers l’autre. L’existence d’une part importante de trajec-
toires “ale´atoires” peut provenir de la faible directionnalite´ de l’e´clairage obtenu par la
LED, en raison de l’angle d’incidence du faisceau lumineux (voir figure 5.1(b)).
Les distributions de de´placement moyenne´es sur toute la population (figure 5.17), tra-
duisent une motilite´ diffe´rencie´e suivant les directions x et y, et suivant la pre´sence ou non
d’un flux lumineux directionnel. De plus, la description propose´e en termes de popula-
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Figure 5.19 – (a) Re´partition temporelle des diffe´rentes populations de bacte´ries motiles,
pour deux cycles lumie`re directionnelle/lumie`re isotrope (phases I a` VI de l’expe´rience).
Les bacte´ries non motiles n’ont pas e´te´ conside´re´es ici. Bleu : trajectoires ale´atoires et
rouge : trajectoires phototactiques. Le trait pointille´ noir de´signe la valeur the´orique de
re´fe´rence de la population phototactique (25%), de´finie dans le texte. Le profil de lumie`re
est indique´ par le cre´neau : la valeur 0 correspond a` un flux isotrope et la valeur 0.05
a` un flux directionnel. (b) Sche´ma illustrant les e´volutions temporelles des conditions
lumineuses pendant l’expe´rience.
tion met en e´vidence une importante he´te´roge´ne´ite´, re´ve´le´e par l’existence de populations
diverses au comportement dynamique complexe. Ces diffe´rents de´tails nous incitent a`
e´tudier non plus un coefficient de diffusion D global, mais plutoˆt de calculer des coeffi-
cients diffe´rents pour la direction longitudinale Dx et pour la direction transverse Dy.
5.2.3 Re´gime transitoire
Pour obtenir ces coefficients de diffusion, on peut calculer l’e´cart quadratique moyen
selon chacun des axes. Cet e´cart est calcule´ a` l’aide de l’e´quation 3.3 page 59, ou` la position
en deux dimensions de la bacte´rie X est remplace´e par ses composantes suivant x et y.
On de´finit alors les coefficients de diffusion effectifs suivants :
〈x2(t,∆)〉 = 1
2
Dx(t)∆ (5.17)
〈y2(t,∆)〉 = 1
2
Dy(t)∆ (5.18)
ou` les crochets de´signent une moyenne sur tous les de´placements enregistre´s sur la feneˆtre
temporelle centre´e en t. Cette fois, l’e´cart quadratique moyen n’e´volue pas force´ment
line´airement en fonction de ∆ puisque la phototaxie induit une direction privile´gie´e de
de´placement. Les diffe´rents coefficients de´finis ainsi ne sont donc pas des coefficients de
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diffusion a` proprement parler, mais des coefficients de diffusion effectifs.
Afin de diffe´rencier la dynamique des populations phototactiques et ale´atoires, on dis-
tingue sur chaque feneˆtre temporelle les trajectoires ale´atoires et phototactiques, comme
explique´ en partie 5.2.2 avec les crite`res de de´placement minimum dlim=3 µm et de
corre´lation des de´placements acos(C)=45◦. La comparaison des coefficients de diffusion
obtenus pour chaque population est donne´e en figure 5.20.
Figure 5.20 – E´volution temporelle des diffe´rents coefficients de diffusion effectifs,
pour les phases I a` V de l’expe´rience, pour les populations phototactiques (en rouge)
et ale´atoires (en bleu). Trait plein : dans la direction longitudinale x, pointille´s : dans la
direction transverse y. Les cre´neaux repre´sentent le profil lumineux : un signal bas corres-
pond a` une faible luminosite´ isotrope, un signal haut a` l’ajout d’un e´clairage directionnel.
Apre`s l’introduction d’un flux lumineux directionnel, tous les coefficients de diffusion
augmentent, sur les deux populations. Cette augmentation rapide s’effectue en un temps
infe´rieur a` 100 secondes. Pour les bacte´ries ayant une direction ale´atoire, les coefficients
Dx et Dy sont e´gaux. Ce n’est pas le cas pour celles qui se de´placent vers la source lumi-
neuse, ou` le coefficient suivant la direction longitudinale Dx est supe´rieur de 50% a` celui
obtenu dans la direction transverse Dy. Lorsque la lumie`re redevient isotrope, tous les
coefficients de diffusion diminuent et redeviennent tre`s proches les uns des autres. Cette
e´volution est constate´e pour chacun des cycles de l’expe´rience. L’introduction d’un flux
lumineux directionnel augmente donc la motilite´ globale des Synechocystis, y compris dans
sa direction transverse. Cela conforte l’analyse effectue´e pre´ce´demment sur les distribu-
tions de probabilite´ de de´placement, ou` nous avions trouve´ des distributions plus larges
dans la direction transverse en pre´sence du flux lumineux directionnel (figure 5.17(c et
d)).
En plus des valeurs absolues, la figure 5.20 donne acce`s aux dynamiques temporelles
des coefficients. Ceux-ci e´voluent non seulement a` la transition entre chaque cre´neau de
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lumie`re, mais aussi au sein d’un meˆme cre´neau d’une heure, ou` on observe syste´matique-
ment une diminution des coefficients.
Bien que le mode`le CTRW tel que nous l’avons adapte´ dans les chapitres 3 et 4
ne soit pas applicable stricto sensu dans ce cas d’une diffusion biaise´e, il est de´sirable
de comprendre comment cette diminution des coefficients de diffusion est lie´e aux ca-
racte´ristiques des pe´riodes de “run” et de “tumble”. En conditions isotropes, l’e´tude des
temps caracte´ristiques de la motilite´ avait permis de mieux comprendre l’e´volution de la
dynamique observe´e, qui e´tait lie´e aux variations de ces temps. Les trajectoires trace´es en
figure 5.18 pre´sentent toujours des mouvements intermittents, avec des pe´riodes de “runs”
et des pe´riodes de “tumble”. Nous avons applique´ la proce´dure habituelle de distinction
des deux pe´riodes de´crite en partie 3.3.2 page 62 a` toutes les bacte´ries motiles (ale´atoires
et phototactiques) pour e´tudier plus en de´tail les variations de la dynamique sous une
lumie`re directionnelle. Nous n’avons pas ici fait de distinction entre les populations (pho-
totactiques et ale´atoires) pour quantifier le comportement moyen de toutes les bacte´ries
motiles pre´sentes sur la surface.
On note par
−→
l run le vecteur de´placement entre le de´but et la fin d’une pe´riode de
“run”, dont la norme est lrun. Nous avons calcule´ les projections moyennes 〈lx〉 et 〈ly〉 des
de´placements pendant les runs suivant les expressions suivantes :
〈lx〉 = 〈−→l run · −→x 〉 (5.19)
〈ly〉 = 〈−→l run · −→y 〉 (5.20)
dont le re´sultat est trace´ en figure 5.21(a). 〈ly〉 reste nulle au cours de l’expe´rience, tandis
que 〈lx〉 passe d’une valeur nulle en e´clairage isotrope a` une valeur non nulle et positive
sous e´clairage directionnel. La directionnalite´ du mouvement provient donc d’un biais
dans l’orientation des “runs”.
La figure 5.21(a) indique e´galement que 〈lx〉 devient non-nul juste apre`s l’allumage
de la LED directionnelle : on note comme pour les coefficients de diffusion l’absence
de temps de retard significatif entre le de´but de l’e´chelon et le choix de l’orientation
par les bacte´ries. Apre`s le retour en conditions lumineuses isotropes (phases III et V),
on constate une valeur le´ge`rement ne´gative de 〈lx〉, qui est cohe´rente avec les vitesses
ne´gatives observe´es en figure 5.16(a). Cet effet significatif et re´pe´table pourrait donner
des informations importantes sur la dynamique de la directionnalite´, avec des fonctions
re´ponses complexes qui traduiraient une forme de “me´moire”.
Nous avons repre´sente´ en figure 5.21(b) la longueur moyenne des “runs” en fonction de
la direction de leur de´placement. L’ajout d’un e´clairage directionnel augmente la longueur
moyenne dans toutes les directions du plan, mais leur longueur n’est pas plus grande dans
la direction pointant vers la source lumineuse. Pour re´sumer, cette e´tude met en e´vidence
un temps tre`s court au-dela` duquel une direction privile´gie´e apparaˆıt dans les mouvements
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Figure 5.21 – (a) E´volution temporelle de la longueur moyenne d’un “run” dans les
directions longitudinales x ou transverses y au cours du temps. Les cre´neaux repre´sentent
le profil lumineux : un signal nul correspond a` une faible luminosite´ isotrope, un signal
haut a` l’ajout d’un e´clairage directionnel. (b) Distance moyenne parcourue pendant lrun
en fonction de sa direction, pour les 6 e´chelons lumineux donne´s en figure 5.19(b). En
bleu : sous un e´clairage isotrope, en rouge : avec l’ajout d’un e´clairage directionnel. La
fle`che indique la direction vers la source lumineuse.
de “run” (figure 5.21(a)). En revanche leur longueur semble davantage sensible a` l’intensite´
de la source lumineuse qu’a` sa direction (figure 5.21(b)).
La directionnalite´ du mouvement, traduite par le fait que 〈lx〉 soit non nul contrai-
rement a` 〈ly〉, est cohe´rente avec les re´sultats de la figure 5.20, ou` nous avions observe´
un coefficient de diffusion effectif dans la direction de l’e´clairage Dx supe´rieur a` celui
Dy obtenu dans la direction transverse. Mais ceci ne permet pas d’expliquer les varia-
tions de Dy entre les diffe´rents e´chelons lumineux, constate´es en figure 5.20. Or, dans
la partie pre´ce´dente, nous avons remarque´ que l’illumination faisait varier les temps ca-
racte´ristiques de l’intermittence. Nous nous focalisons donc sur les e´volutions des temps
caracte´ristiques de “run” et de “tumble”, en ope´rant de nouveau la distinction entre une
population “phototactique” et d’une population “ale´atoire”.
La figure 5.22 pre´sente leurs e´volutions au cours de l’expe´rience. Les temps de “run”
sont bien e´gaux pour les deux populations sous un e´clairage isotrope, car la distinction
entre population est juste statistiquement due a` la surface du “coˆne” trace´ en figure 5.18.
Ils augmentent lors de l’application de l’e´chelon de lumie`re directionnelle. Ce qui est no-
table, c’est que cette fois-ci leurs temps de “run” restent e´gaux, de meˆme que leurs temps
de “tumble”, alors que la distinction entre les deux populations a un sens, les unes se
de´plac¸ant vers la direction de la lumie`re et les autres non. Les temps caracte´ristiques sont
donc similaires pour les deux populations observe´es, malgre´ les diffe´rences de coefficients
de diffusion donne´s en figure 5.20. Cela signifie que les diffe´rences de coefficients Dx et
Dy observe´s sont domine´es par la directionnalite´ du mouvement caracte´rise´e par l’orien-
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tation des “runs” (figure 5.21(a)) et non par des diffe´rences de temps caracte´ristiques. On
remarque e´galement des re´gimes transitoires qu’il conviendrait d’e´tudier plus en de´tail,
notamment vis-a`-vis des conclusions propose´es dans la partie pre´ce´dente sur les re´ponses
a` des e´chelons d’intensite´ lumineuse isotrope.
(a) (b)
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Figure 5.22 – E´volutions temporelles des temps moyen (a) de “run” et (b) de “tumble”
en fonction du temps, pour les phases I a` V de l’expe´rience. En rouge : trajectoires photo-
tactiques, en bleu : trajectoires ale´atoires. Les cre´neaux repre´sentent le profil lumineux :
un signal bas correspond a` une faible luminosite´ isotrope, un signal haut a` l’ajout d’une
luminosite´ directionnelle.
5.2.4 Discussion
Les re´sultats expe´rimentaux permettent d’avoir acce`s a` la re´ponse dynamique des Sy-
nechocystis a` des changements de lumie`re directionnelle. Deux hypothe`ses sur le me´canisme
phototactique s’opposent : (i) les bacte´ries inte`grent sur leur de´placement les conditions
lumineuses qu’elles ont ressenties, pour choisir ensuite une direction privile´gie´e, comme
c’est le cas pour la chimiotaxie, et (ii) les bacte´ries ressentent directement la direction de
la lumie`re. Le premier me´canisme supposerait une re´ponse diffe´re´e aux changements de
luminosite´, le deuxie`me permettrait une re´ponse instantane´e du syste`me.
Actuellement, la phototaxie de ces cyanobacte´ries est de´crite en rapport avec les pro-
prie´te´s optiques de leur membrane, qui focalise la lumie`re a` l’aval du flux lumineux, de telle
sorte que les pili se forment pre´fe´rentiellement en amont du flux [Schuergers et al., 2016].
Le sche´ma de principe correspondant est donne´ en figure 5.23. D’apre`s cette description,
la re´ponse des Synechocystis a` une lumie`re directionnelle s’effectue en mois d’une minute,
ce qui a e´te´ confirme´ par des re´sultats expe´rimentaux re´cents [Ursell et al., 2013,Nakane
and Nishizaka, 2017]. Nos re´sultats semblent confirmer ces observations expe´rimentales,
dans la mesure ou` les variations de coefficients de diffusion et l’orientation des “runs”
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dans la direction de la source lumineuse s’effectuent en moins de 100 secondes (figures
5.20 et 5.21).
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Figure 5.23 – Sche´ma de principe de la perception de la direction du flux lumineux
dominant par une Synechocystis : par des effets micro-optiques, les rayons sont focalise´s
en un point de la membrane a` l’aval du flux, et des pili sont cre´e´s en amont. Sche´ma
adapte´ de [Wilde and Mullineaux, 2017].
A priori, il suffit d’avoir une direction privile´gie´e de de´placement pour obtenir une
diffusion anisotrope. La figure 5.21(a) montre que cette direction privile´gie´e existe sous
un flux lumineux directionnel. Mais ce flux modifie non seulement la direction du mou-
vement, mais aussi les temps caracte´ristiques de “run” et de “tumble” (figure 5.22), sans
que les “runs” ne soient plus longs vers la source lumineuse (figure 5.21(b)). La diffusion
observe´e ne re´sulte donc pas uniquement de de´placements directionnels, mais d’un chan-
gement dynamique global du syste`me. Ceci est de plus consistant avec les re´sultats de la
premie`re partie de ce chapitre, ou` nous avons pu de´crire l’e´volution temporelle des temps
caracte´ristiques en termes de fonctions re´ponses. Le flux lumineux directionnel qui induit
la phototaxie a donc deux effets sur les Synechocystis : (i) il oriente les de´placements
dans une direction pre´cise et (ii) il augmente les temps de “run” et diminue les temps de
“tumble”.
5.3 Conclusion
Nous nous sommes inte´resse´s dans ce chapitre a` la re´ponse dynamique des Synecho-
cystis soumises a` des e´chelons d’intensite´s lumineuses. En situation isotrope, les cyano-
bacte´ries adaptent leurs temps caracte´ristiques a` chaque augmentation de luminosite´ :
leur coefficient de diffusion augmente en raison de l’accroissement des dure´es moyennes
des “runs” et de la diminution des dure´es moyennes des “tumbles”. Ces variations sont
transitoires et relaxent en environ 1000 secondes vers l’e´tat initial. Nous avons interpre´te´
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les e´volutions obtenues dans le cadre de la the´orie de la re´ponse line´aire. Si nos re´sultats ne
visent pas a` e´tablir une fonction re´ponse pre´cise, l’introduction d’une forme utilise´e pour
la chimiotaxie des Escherichia coli mode´lise convenablement les donne´es expe´rimentales.
Nous avons ensuite e´tudie´ la pertinence de ces re´gimes transitoires dans le cas de la
phototaxie des Synechocystis. Nous constatons un mouvement oriente´ vers la source de
lumie`re pour une certaine partie de la population, d’autres bacte´ries conservant un mouve-
ment ale´atoire. Nous avons compare´ la dynamique de ces deux populations. Les bacte´ries
aux trajectoires ale´atoires sont sensibles a` l’application de l’e´clairage directionnel, sans
doute a` cause de l’augmentation de l’intensite´ moyenne qui en re´sulte. Ainsi, leurs temps
de “runs” et de “tumble” varient de manie`re similaire a` ce que nous avons observe´ en
conditions isotropes, sans que leurs pe´riodes de “runs” ne s’effectuent dans une direction
privile´gie´e. En revanche, les bacte´ries phototactiques sont spe´cifiques uniquement de par
la moyenne non nulle des directions de “runs” vers la source de lumie`re. De manie`re
notable, leurs temps caracte´ristiques sont identiques a` ceux de la population ale´atoire
mentionne´e ci-dessus. Nous concluons que dans le cas de la Synechocystis, la phototaxie
s’effectue selon deux me´canismes diffe´rents, l’un directionnel ne´cessaire a` l’anisotropie du
mouvement, et l’autre dynamique lie´ aux variations d’intensite´s lumineuses globales. Des
expe´riences comple´mentaires pourraient eˆtre destine´es a` de´convoluer ces effets graˆce a`
un meilleur controˆle de la formation du faisceau incident sur les bacte´ries, en termes de
ge´ome´trie, d’intensite´ et de longueurs d’onde.
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Conclusion ge´ne´rale
L’identification du mode de transport de la souche Synechocystis est une proble´matique
pertinente vis-a`-vis de ses potentielles applications a` des proce´de´s bio-industriels. Nous
avons donc e´tudie´ en premier lieu la motilite´ de surface de cette cyanobacte´rie. Celle-ci est
intermittente, avec des temps caracte´ristiques de “run” et de “tumble” qui lui sont propres.
La dynamique re´sultante, qui peut eˆtre assimile´e a` une marche ale´atoire a` temps continu,
est caracte´rise´e par un coefficient de diffusion que nous avons exprime´ en fonction des
temps caracte´ristiques de la motilite´ intermittente. Sans contrainte exte´rieure, les bacte´ries
ralentissent apre`s leur arrive´e sur la surface car elles secre`tent des exopolysaccharides. En
effet, nous n’observons pas cette adaptation avec les souches mutantes qui ne produisent
pas de substance extra-cellulaire. Un mode`le base´ sur le recouvrement progressif de la
surface par les exopolysaccharides est propose´ pour expliquer la chute du coefficient de
diffusion. Cette e´tude met en e´vidence le roˆle majeur des exopolysaccharides dans le
ralentissement des micro-organismes, qui constituerait une e´tape importante vers leur
organisation sous forme de biofilm.
Pour e´tudier plus pre´cise´ment le lien entre motilite´ et structure du biofilm, nous avons
re´alise´ des expe´riences de colonisation sur des surfaces de durete´s diffe´rentes. La moti-
lite´ cellulaire est affecte´e par la rigidite´ du substrat, avec notamment une proportion
de bacte´ries non motiles plus importantes sur les surfaces molles. Apre`s une semaine
de croissance, des morphologies de biofilms diffe´rentes e´mergent : le nombre de micro-
colonies et leur adhe´sion sont lie´s a` la raideur du substrat, sans que la croissance cellu-
laire ne soit impacte´e. Nous proposons que la densite´ de micro-colonies est pilote´e par
un temps caracte´ristique, de´pendant de la raideur de la surface, au-dela` duquel les par-
ticules cessent de diffuser. Nous avons ensuite envisage´ la constitution de micro-colonies
comme un phe´nome`ne re´sultant de la croissance des bacte´ries et de leur capacite´ a` se lier
entre elles, et construit une simulation nume´rique permettant de lier le de´veloppement de
micro-colonies a` la non-motilite´ des bacte´ries. Il reste cependant a` expliquer la propen-
sion des Synechocystis a` eˆtre moins motiles sur les surfaces molles. Est-ce que cela re´sulte
d’une dissipation e´nerge´tique plus importante lors du mouvement ? D’une de´formation
locale du substrat ? De liaisons chimiques entre les pili et les surfaces ?
Les derniers re´sultats expe´rimentaux de cette the`se portent sur la modification du
comportement diffusif des cellules en fonction des conditions lumineuses. Lorsque les Sy-
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nechocystis sont soumises a` des e´chelons de luminosite´ isotropes, leur motilite´ est affecte´e
et les temps de “run” et de “tumble” varient. Nous de´crivons cette modification dans le
cadre de la the´orie de la re´ponse line´aire, ou` l’e´volution de ces temps de´pend d’une fonction
re´ponse et du signal d’entre´e. Nos re´sultats sont convenablement reproduits graˆce a` une
fonction re´ponse qui est au de´part adapte´e pour d’autres souches bacte´riennes soumises
a` des stimuli de natures diffe´rentes. La possibilite´ de ge´ne´ralisation de la fonction utilise´e
ici a` d’autres types de contrainte ou de micro-organismes constitue une piste inte´ressante
a` explorer pour e´tudier les me´canismes ge´ne´raux d’adaptation du vivant a` son milieu.
Sous un flux lumineux directionnel, nous observons un mouvement moyen dans la
direction de la lumie`re, caracte´ristique des proprie´te´s phototactiques des Synechocystis.
Ce mouvement commence de`s la mise en place du flux, signe d’une reconnaissance de
la direction de la lumie`re par les bacte´ries avec un laps de temps tre`s court. Cepen-
dant, la dynamique des bacte´ries demeure he´te´roge`ne, certaines continuant de se de´placer
ale´atoirement pendant que d’autres se dirigent vers la source lumineuse. La dynamique
diffusive acce´le`re non seulement dans la direction de l’e´clairage, mais e´galement dans sa
direction transverse, et e´volue au cours d’un e´chelon. Ceci indique une seconde e´chelle de
temps dans la re´ponse au flux lumineux, qui concerne non pas leur orientation, mais leur
dynamique globale, comme dans le cas isotrope. Nos re´sultats indiquent que si la direction
de la lumie`re influence rapidement l’orientation choisie par les Synechocystis, son intensite´
entre e´galement en jeu en modifiant les temps caracte´ristiques de la motilite´.
Ce travail ouvre quelques perspectives de recherches. Parmi celles-ci, nous avons mis
en e´vidence le fait que l’adhe´sion des bacte´ries au substrat est fortement lie´e a` l’apparition
de biofilms. Il faudrait comple´ter nos connaissances dans ce domaine avec des expe´riences
dimensionne´es, ou` l’on pourrait imposer une de´pression a` une bacte´rie isole´e pour la
de´tacher de surfaces de diffe´rentes rigidite´s. Le processus d’adhe´sion est probablement
duˆ aux pili de type IV, qui sont des appendices re´pandus chez de nombreuses souches
bacte´riennes, et concerne aussi les liaisons des cellules entre elles. La compre´hension du
me´canisme d’interaction entre cellules permettrait de mieux caracte´riser la formation de
micro-colonies.
Ces interactions peuvent aussi ge´ne´rer des mouvements collectifs dans les syste`mes
denses. Dans ce manuscrit, nous n’avons pas e´tudie´ la dynamique a` haute densite´ cellu-
laire, mais des expe´riences pre´liminaires indiquent l’existence probable de corre´lations a`
longue porte´e. Celles-ci pourraient eˆtre lie´es a` la rigidite´ de la matrice d’exopolysaccha-
rides produite par les Synechocystis. La caracte´risation d’une dynamique collective et une
e´tude comparative avec des souches mutantes disposant de caracte´ristiques de production
de pili ou d’EPS modifie´es serait e´galement pertinente pour ame´liorer les connaissances
sur les me´canismes de formation de biofilm.
De tels mouvements collectifs sont pre´sents dans l’instabilite´ de digitation observe´e
chez la Synechocystis sous un e´clairage directionnel (voir figure 1.16). Cette instabilite´
est ge´ne´ralement mode´lise´e avec une e´quation de diffusion macroscopique. Les re´sultats
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pre´sente´s dans ce manuscrit montrent comment les conditions d’e´clairage modifient les
temps caracte´ristiques individuels des bacte´ries. Il pourrait eˆtre utile de suivre la formation
de cette instabilite´ a` la fois d’un point de vue macroscopique et microscopique, en termes
de temps de “run” et de “tumble”, pour approfondir la compre´hension du lien entre
motilite´ individuelle et dynamique d’ensemble.
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Annexes
A Annexes du chapitre 4
A.1 Calcul du nombre de bacte´ries pour les expe´riences de co-
lonisation de surface
Au cours de la croissance, les bacte´ries peuvent former des agre´gats, qui sont alors
conside´re´s comme une seule particule. Pour e´viter ce biais, N(t) a e´te´ de´termine´ en som-
mant les aires de chaque particule de´tecte´e, en divisant par la me´diane de ces aires.
L’e´quation 1 explicite ce calcul, ou` P particules de taille A10 ≥ 10 pixels sont de´tecte´es
sur quatre images diffe´rentes, et ou` A10 est la valeur me´diane de ces tailles.
N(t) =
∑P
i=1A10(i)
A10
(1)
A.2 Calcul du nombre de micro-colonies
Pour calculer le nombre de micro-colonies pre´sentes en surface, nous partons des images
brutes, auxquelles on applique un filtre passe-bande sous ImageJ. Afin de pouvoir utiliser
pour le calcul des images qui ont e´te´ prises sur des zones diffe´rentes de la meˆme surface,
sur laquelle l’e´clairage n’est pas force´ment homoge`ne, on calcule le champ de luminosite´
moyen en arrie`re-plan des images avec l’outil cftool de MATLAB. On soustrait alors a`
chaque image son arrie`re-plan, ce qui permet d’avoir des images de valeur moyenne nulle
partout.
Le contraste est ensuite inverse´ de telle sorte que les bacte´ries ressortent en blanc sur
fond noir. Sur ces images inverse´es, les micro-colonies sont de´tecte´es graˆce a` deux crite`res :
on cherche les pixels de l’image dont la valeur est supe´rieure a` un certain seuil S?. Les
pixels contigus re´pondant a` ce crite`re sont ensuite regroupe´s et de´finissent les re´gions sur
lesquelles une bacte´rie ou plus est pre´sente. Afin d’e´liminer les bacte´ries individuelles, un
crite`re de taille est applique´ sur ces re´gions : toutes les re´gions dont l’aire (en pixels)
est infe´rieure a` Ainf sont retire´es. Le nombre de micro-colonies est alors de´fini comme le
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nombre de re´gions restantes. Nous avons fixe´ Ainf=150 pixels et S?=0.25.
A.3 De´tails de la simulation nume´rique
Initialisation
Initialement,Ni=500 particules sont pre´sentes sur la surface, certaines sous forme libre,
d’autres de´ja` organise´es en micro-colonies. On fixe Nc = 30 micro-colonies initiales de 4
particules chacune, il reste alors 380 particules libres. Toutes les particules pre´sentes en
micro-colonies seront de´clare´es non motiles. On attribue a` une proportion pi de particules
libres un temps τm pendant lequel elles seront motiles, tire´ dans la distribution donne´e en
e´quation 4.8, ou` τmot,S est pris dans le tableau 4.4, tout comme pi. Les autres particules
libres seront non-motiles. A chaque micro-colonie est attribue´ un nume´ro, de telle sorte
que l’on peut retrouver les bacte´ries pre´sentes dans chaque colonie. Chaque particule peut
ainsi eˆtre soit libre, soit en colonie.
On choisit un pas de temps δt=50 s pour la simulation, qui sera notre re´solution tempo-
relle. Le temps maximum de simulation est fixe´ a` 8 jours, soit le temps de l’expe´rience. Le
domaine de simulation est un rectangle de 500×400 µm, comme les images expe´rimentales.
On fixe des conditions aux limites pe´riodiques, de telle sorte qu’une particule “sortant” par
le haut du domaine “re´apparaˆıt” par le bas, et de meˆme pour des sorties gauche/droite.
Croissance de la population
La croissance de la population est de´finie a` chaque instant par l’e´quation 4.6, avec les
parame`tres donne´s en partie 4.3.1. La partie entie`re de N(t), N (t) est calcule´e. A chaque
fois que N (t + δt) > N (t), il faudra cre´er autant de particules nouvelles sur le domaine.
Pour cela, a` chaque particule initialement pre´sente est associe´e une valeur pour stocker
l’information sur la division cellulaire. Cette valeur vaut 1 si la particule s’est de´ja` divise´e
une fois, 0 sinon.
Cette valeur est initialise´e a` 0 au de´but de la simulation pour toutes les particules.
Si a` l’instant t une nouvelle particule doit eˆtre cre´e´e, une particule “me`re” est choisie
ale´atoirement parmi celles ayant subi le moins de divisions cellulaires. Si cette particule
est libre, la nouvelle particule “fille” est cre´e´e sur la position de la “me`re”, sinon elle est
cre´e´e ale´atoirement dans un cercle ayant pour centre le milieu de la colonie a` laquelle
appartient la “me`re”, et de rayon Req=R
√
n ou` R=1.5 µm est le rayon moyen d’une
bacte´rie est n le nombre de particules dans la micro-colonie. A la particule “fille” est
attribue´ un temps de motilite´ τm tire´ dans la distribution donne´e en e´quation 4.8.
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Dynamique
A chaque pas de temps δt, les ope´rations suivantes sont re´alise´es :
– Le temps de motilite´ τm restant a` chacune des particules pre´sentes est soustrait de
δt : τm(t+ δt) = τm(t)− δt.
– Les particules libres (pas en micro-colonie) dont le temps de motilite´ est supe´rieur
a` 0 se de´placent de 2 µm dans une direction ale´atoire. Cette valeur correspond au
crite`re utilise´ pour la de´finition de la proportion expe´rimentale de bacte´ries motiles.
– Les conditions pe´riodiques sont applique´es de telle sorte que toute particule sortant
du domaine est ramene´e a` l’inte´rieur par le coˆte´ oppose´ a` sa sortie.
– Les particules qui sont inte´gre´es dans une micro-colonie ne se de´placent pas.
– Si cela est ne´cessaire, une particule nouvelle est cre´e´e (voir la proce´dure ci-dessus).
– Les processus de formation et de dissolution des micro-colonies s’effectuent ensuite
selon la proce´dure de´taille´e ci-apre`s.
Formation et dissolution des micro-colonies
La formation d’une micro-colonie ne peut se faire que si la particule conside´re´e est libre
(pas en mico-colonie), qu’elle soit motile ou non. Si elle est situe´e a` une distance d ≤ dlim
d’une particule cible, alors elle peut se lier a` elle avec une probabilite´ pcol =
δt
Tcol
, ou` Tcol
correspond a` un temps caracte´ristique d’interaction pour lequel les bacte´ries s’attachent.
Cette probabilite´ est simule´e a` l’aide d’un nombre ale´atoire r ge´ne´re´ ale´atoirement, et il
y aura accroche si r < pcol. On peut alors distinguer deux cas de figure :
– Si la particule cible est une particule libre e´galement, alors une nouvelle micro-
colonie est cre´e´e, avec un nouveau nume´ro. Les deux particules sont retire´es de la
liste des particules libres, et conservent leur temps de motilite´ et leur compteur de
division.
– Si la particule cible est de´ja` dans une micro-colonie, alors la particule initiale rejoint
la micro-colonie conside´re´e, qui s’agrandit. Elle conserve son temps de motilite´ et
son compteur de division.
Deux micro-colonies peuvent e´galement fusionner si deux de leurs particules sont
se´pare´es par une distance infe´rieure d ≤ dmin, selon le meˆme principe en utilisant la
probabilite´ pcol. Les particules concerne´es sont alors de´place´es vers le barycentre des po-
sitions initiales.
La dissolution d’une micro-colonie peut s’effectuer si au moins l’une des particules de
la colonie est motile, c’est-a`-dire si son temps de motilite´ a` l’instant conside´re´ τm(t) est
supe´rieur a` 0. On regarde le τm associe´ a` chaque particule pre´sente dans une micro-colonie.
Si τm > 0, la particule conside´re´e peut s’e´chapper de la micro-colonie avec une probabilite´
pesc =
δt
n Tesc
, ou` Tesc est un temps caracte´ristique de de´tachement de la particule. Cette
probabilite´ prend e´galement en compte le nombre n de particules pre´sentes dans la micro-
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colonie, en conside´rant que le nombre de liaisons entre les particules est proportionnel au
nombre de particules concerne´es, et donc qu’une particule aura plus de mal a` se de´lier
dans une grande micro-colonie. Apre`s s’eˆtre de´tache´e, la nouvelle particule sera situe´e a`
une position ale´atoire a` une distance de 2 µm de sa position initiale. Elle rejoint la liste
des particules libres, conserve son compteur de division et son temps de motilite´ τm. Deux
cas de figure sont e´galement a` distinguer :
– Si n = 2, alors l’autre particule de la micro-colonie est e´galement de´croche´e puis-
qu’elle n’appartient plus a` aucune micro-colonie. Elle rejoint la liste des particules
libres, conserve son compteur de division et son temps de motilite´ τm.
– Si n > 2, rien ne change pour les autres particules de la micro-colonie concerne´e.
Les simulations nume´riques sont lance´es quatre fois successives, avec les parame`tres
τmot,S et pi re´pertorie´s dans le tableau 4.4, qui repre´sente les quatre surfaces d’e´tudes. Le
reste des parame`tres de simulation, c’est-a`-dire la distance minimum dmin d’interaction
entre deux particules, ainsi que les temps caracte´ristiques d’accroche et de de´tachement
Tcol et Tesc, sont inde´pendants des surfaces. Leurs valeurs sont classe´es dans le tableau 4.5.
La distance d’interaction dmin a e´te´ prise en conside´rant que celle-ci se faisait par l’in-
terme´diaire de pili de 1.5 µm chacun, et avec des particules de R = 1.5 µm. A la fin
du calcul, afin de pouvoir comparer plus facilement avec les images expe´rimentales ou` un
crite`re de taille de colonie a duˆ eˆtre de´fini, seul les micro-colonies de taille supe´rieure a` 4
particules ont e´te´ conserve´es.
B Article publie´
Nous reproduisons ici l’article [Vourc’h et al., 2018], publie´ en cours de the`se, qui
reprend des re´sultats du chapitre 3.
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We study the surface diffusion of the model cyanobacterium Synechocystis sp. PCC6803 during the incipient
stages of cell contact with a glass surface in the dilute regime. We observe a twitching motility with alternating
immobile tumble and mobile run periods, resulting in a normal diffusion described by a continuous-time random
walk with a coefficient of diffusion D. Surprisingly, D is found to decrease with time down to a plateau. This is
observed only when the cyanobacterial cells are able to produce released extracellular polysaccharides, as shown
by a comparative study between the wild-type strain and various polysaccharides-depleted mutants. The analysis
of the trajectories taken by the bacterial cells shows that the temporal characteristics of their intermittent motion
depend on the instantaneous fraction of visited sites during diffusion. This describes quantitatively the time
dependence of D, related to the progressive surface coverage by the polysaccharides. The observed slowdown of
the surface diffusion may constitute a basic precursor mechanism for microcolony formation and provides clues
for controlling biofilm formation.
DOI: 10.1103/PhysRevE.97.032407
I. INTRODUCTION
In nature, bacteria develop preferentially in contact with
solid surfaces by forming biofilms, i.e., masses of adherent
cells embedded in slimy extracellular matrices. Biofilms are
essential to bacterial growth and survival to environmental
stresses. They capture nutrients in the vicinity of the cells and
the peripheral cells exposed to the noxious agents protect the
internal cells [1,2]. Biofilms also develop in many industrial
and medical situations and their formation is a key mechanism
in the infection of a living host by pathogenic organisms [3–5].
The biofilm structure depends critically on mass transport,
surface chemistry, and surface topology [6]. The initial contact
of the bacteria with the surface is followed by the formation
of microcolonies [7]. Then the three-dimensional morphology
of the mature film develops and chemical signaling triggers
the release of bacteria in the liquid medium, which are then
transported to other colonization sites via the flow of the liquid
medium [8].
*hassan.peerhossaini@univ-paris-diderot.fr
†julien.leopoldes@espci.fr
Bacteria are known to produce high-molecular-weight poly-
meric substances such as extracellular polysaccharides (EPSs)
[9], which play important roles during the main stages of
biofilm formation. For example, the mature biofilm contains
the macromolecules adsorbed on the solid substrate which
provide mechanical stability and adhesion. A distinction can
be made between capsular EPSs (firmly bound to the outer cell
membrane) and released EPSs (easily detached from the outer
cell membrane) [10]. Moreover, it has been proved recently that
the polysaccharides excreted by motile bacteria form attracting
trails, giving rise to spatial accumulation of the cells, thereby
yielding the localized growth of microcolonies [11–13]. The
production of EPSs is also linked to the emergence of peculiar
dynamics during the initial stages of surface colonization by
altering the distribution of the velocity of bacterial cells [14].
In this work we study the relationship between excreted
EPSs and the diffusion coefficient D at the early stages of
surface colonization. Investigations are carried out with the
unicellular cyanobacterium Synechocystis sp. PCC6803, a
model of environmentally important photosynthetic prokary-
ote that produces EPSs in various forms [10,15]. The motility
of Synechocystis on solids relies on the action of type IV pili
[11,16–19] (the pili extend, bind on the solid surface, and then
2470-0045/2018/97(3)/032407(8) 032407-1 ©2018 American Physical Society
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retract). Results collected for the wild-type cells are compared
with those obtained with different mutant strains described
elsewhere [10].
Surface motion occurs by the usual twitching motility but
the diffusion coefficient is observed to decrease systematically
with time down to a plateau. This effect is observed only with
the wild-type and the sll1581 mutant strain, both able to
produce released exopolysaccharides. This is not noticed for
two double-mutant strains (sll581-sll1875 and sll0923-
sll5052) that produce a lower amount of released EPSs. We
propose an interpretation that takes into account the coverage
of the solid surface by the trails of the excreted EPSs. This af-
fects the temporal characteristics of the intermittent twitching
motility of the cells. We believe that such a process constitutes
an important step in the adaptation of microorganisms to hard
surfaces prior to the formation of microcolonies and biofilms.
II. MATERIALS AND METHODS
A. Bacterial suspensions and measurement of cell motion
The wild-type (WT) strain of the model cyanobacterium
Synechocystis sp. PCC6803 was obtained from the Pasteur
Institute, while the EPS-depleted single mutant (sll1581) and
double mutants (sll581-sll1875 and sll0923-sll5052) were
previously constructed by Jittawuttipoka et al. [10]. The three
mutant strains produce less capsular EPSs than the WT cells.
The amount of released EPSs produced by the single mutant
(sll1581) is similar to that of the WT cells; both double
mutants (sll1581-sll1875) and (sll0923-sll5052) form less
released EPSs.
All strains are routinely cultured in the BG11 standard
mineral medium and subcultivated by diluting 3 mL of a
mother culture in 47 mL of fresh BG11. The suspensions
are stirred by a magnetic agitator operating at 360 rotations
per minute in a clean room at 20 ◦C. They are placed under
white light of an intensity of 1.3 W m−2 for 7 days followed
by 24 h of darkness and a subsequent 2 h of light before
running the experiments. At this stage, the concentration of
cyanobacteria is approximately 2 × 107 cells per mL. The
suspensions are diluted from twofold to tenfold in fresh BG11
before introduction in the measurement chamber. With this
protocol, some of the cells are dividing, which results in an
average particle diameter d ∼ 3 μm, slightly larger that single
cells, whose size is approximately 2 μm.
Experiments are conducted in two different systems as
represented in Fig. 1. One measurement cell consists in a
BRAND® cavity microscope slide (26 × 76 mm2) closed by
a coverslip (Menzel-Gläser, 22 × 22 mm2) and sealed with
high-vacuum grease [Fig. 1(a)]. The second measurement
cell is a Y-junction microfluidic channel of cross section
100 × 205 μm2 [see the protocol detailed in Fig. 1(b)].
B. Cell tracking
The cyanobacterial cells are observed with a homemade
inverted microscope equipped with a Nikon TU Plan 10×
objective and a white light source. Their motion is recorded
with a monochrome camera (Edmund Optics) at one frame
per second. The recordings are postprocessed with IMAGEJ
software to obtain binary images and then analyzed for particle
(a)  Closed cell (b)  Microfluidic chip
Sedimentation
Bacteria removal
Diffusion
Camera
Cavity 
microslide
Flow
Time
Sedimentation
Diffusion
FIG. 1. Experimental setup. (a) Closed cavity where the bacterial
cells (dots) sediment and diffuse on the lower surface. (b) Protocol
followed with the microfluidic cell: The first experiment is carried
out similar to that in (a) but in a microfluidic cell with controllable
flow. After sedimentation is completed and having let the bacteria
diffuse enough on the lower surface, a pressure gradient is applied to
detach the cells from the surface. Then the flow is stopped and the
sedimentation-diffusion process starts again. In both setups, bacterial
cells are observed with the same equipment (optical microscope
coupled to a CCD camera).
tracking [20] with MATLAB. Only trajectories whose duration
is longer than 250 s are retained for further analysis, while
the few nonmotile cells are ignored. The number of analyzed
trajectories is 9843 in Sec. III A, 453 in Sec. III B, and 1424
for the experiments in the microfluidic chip. Details on the
computation of the mean-square displacement (MSD) are
given in Appendix A.
III. RESULTS
A. Cell transport, contact with a solid surface,
and slowdown of motion
Data recording starts a short time after the introduction of
the cyanobacterial cells in the measurement chamber. Due to
cell sedimentation, the number N (t) of bacterial cells detected
on the hard surface increases with observation time t until a
final value N∞ is reached [see Fig. 2(a)]. The sedimentation
process is reproducible and can be described by the empirical
law
N (t) = N0 + (N∞ − N0)(1 − e−t/τN ), (1)
where τN = 2081 ± 4 s and N0 is the initial number of bacteria
at the surface. The characteristic time for sedimentation τN
can be obtained from the Stokes velocity vS = ρgVp/6πηR,
where ρ is the density contrast between the bacterial cells
and the culture medium, g is the acceleration of gravity, Vp
is the volume of the bacterial cells, R is their radius, and
η ≈ 10−3 Pa s is the dynamical viscosity of the suspension
as measured by means of a horizontal capillary. With ρ =
100 kg m−3 [21], g = 9.81 m s−2, R = 1.5 μm, and the height
of the cell h = 1 mm, we obtain τN ∼ 2000 s, consistent with
experiments.
The dynamics of surface motion is first described by
computing the mean-square displacement during a short-time
interval 10 <  < 80 s, as a function of the observation
time t [Eq. (A1)]. Figure 2(b) indicates that this short-time
MSD is a linear function of  for all observation times
t , as for Fickian diffusion. However, the corresponding
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FIG. 2. (a) For five different experiments, temporal evolution
of the number of cyanobacterial cells detected on the hard surface
divided by the final number of cells. The plain line corresponds to
Eq. (1). (b) Mean-square displacement at several observation times
for a selected experiment, computed according to Eq. (A1). The MSD
is plotted for observation times ranging from t = 100 to 2900 s in
steps of 400 s. Increasing observation time is indicated by the arrow.
The inset shows a snapshot of a typical experiment where bacteria
appear as dark spots on the gray background (scale bar 50 μm). (c)
Symbols show the temporal evolution of the diffusion coefficient for
experiments similar to (a); the black line is the fit based on Eqs. (2) and
(3) (see the discussion Sec. IV C for details on the fitting procedure).
The inset shows the experimental MSD at long times (circles) and as
computed from numerical simulations (line). The dashed black line
indicates the slope given by Eq. (2).
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FIG. 3. (a) Temporal evolution of the coefficient of diffusion for
experiments carried out in the microfluidic system [see Fig. 1(b)].
Renewal of the bacterial cell population due to the liquid flow occurs
during the period corresponding to the vertical gray bar. (b) Temporal
evolution of the diffusion coefficient normalized by its initial value
D0 for various Synechocystis strains. Data are the result of averaging
over two different experiments. The black (dark) dashed line shows
sll1875-sll1581, the black (dark) solid line sll0923-sll5052, the
red (light) solid line the wild type, and the red (light) dashed line
sll1581.
time-dependent diffusion coefficient D(t) defined by
MSD(t,) = 4D(t) decreases with t . Such a slowdown of
the dynamics, which constitutes the main result of this work,
is reported in Fig. 2(c) for different experiments, showing a
systematic gradual decrease of D(t) until a plateau is reached
at D∞ ≈ 0.053 ± 0.006 μm2 s−1 after approximately 2500 s.
Here D∞ is independent of the instantaneous bacterial surface
density in the range explored here (109−1010 particles/m2).
This corresponds to a surface fraction less than 8% and a
typical interparticle distance of at least 10 μm, larger than the
average cell diameter d ∼ 3 μm [see Fig. 2(b), inset].
Figure 3(a) shows the results obtained with the microfluidic
system, which is used to renew the population of bacteria in
the surface vicinity without changing the surface on which
diffusion occurs. After the introduction to the microfluidic
cell, the cyanobacteria are allowed to sediment and diffuse
onto the surface without applied flow. The observed trend
is similar to the experiments in the closed chamber: The
diffusion coefficient decreases with time. After about 1 h
of surface diffusion, the cells are detached from the surface
by establishing a fluid flow for 20 min [vertical gray bar in
Fig. 3(a)]. Then the flow is stopped and the cells are allowed
to sediment and diffuse onto the surface again. The diffusion
coefficient takes the same value as what was found just before
the washing flow. Since the population of cells was totally
renewed by the washing flow, this observation suggests that
the surface has retained a signature of the past diffusion events,
which influences the behavior of the new incoming cells.
Moreover, we find that the time evolution of the diffusion
coefficient is highly dependent on the ability of Synechocystis
to produce released EPSs [see Fig. 3(b)]. The wild-type and
the single mutant sll1581 strains, which produce similar high
quantities of released EPSs as compared to the two double-
mutant strains (sll1581-sll1875 and sll0923-sll5052), are
characterized by the significant decrease of about 60% of the
initial diffusion coefficient. In contrast, the sll1581-sll1875
and sll0923-sll5052 double mutants, which produce much
less released EPSs, exhibit a smaller decrease of 10% in their
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FIG. 4. (a) Trajectory of a bacterial cell (668 s). Runs correspond to (red) lines and tumble to (blue) dots. The inset shows a representation
of a diffusion step by the continuous-time random-walk model (left) and the corresponding experimental diffusion step where the distance
traveled during a run lrun, the corresponding run duration τrun, and the tumble duration τtumble are indicated (right). Also shown are displacement
probabilities along one direction for (b) experimental trajectories at the plateau and (c) simulated trajectories. The distributions are given for
time intervals  = 2, 5, 10, 20, 40, 60, and 80 s. Increasing time interval is indicated by the arrow.
diffusion coefficient. Hence, the released EPSs are identified
as a major cause for the slowdown of the cell dynamics.
B. Normal diffusion resulting from twitching motility
We now focus on the permanent regime once the plateau
has been reached and analyze the trajectories of the bacterial
cells for a representative experiment which will be referred
to as experiment 1. Figure 2(c) (inset) displays the linearity
of the mean-square displacement (A2) for the representative
experiment with a diffusion coefficient at the plateau D∞,1 =
0.059 ± 0.001 μm2 s−1. Yet the apparently normal surface
diffusion of Synechocystis stems from the complex dynam-
ics illustrated by the non-Gaussian probability distribution
function (PDF) of displacement shown in Fig. 4(b). The
central part of the distribution corresponds to a state of low
mobility (tumble), while the tails reflect the higher cell mobility
occurring during the run periods [22,23]. A typical trajectory
in Fig. 4(a) indeed reveals twitching motility with run and
tumble motion. The run periods are directional and detected
with the procedure explained in Appendix B, from which we
obtain the run times τrun and additionally the tumble times
τtumble and the mean velocity of runs, defined as Vm = lrun/τrun,
where lrun is the distance traveled during the run.
We conduct numerical simulations in order to check for the
relevance of the detection procedure (see details in Appendix
C). First, we fit the experimental distributions of run and tumble
time as in Fig. 9 (Appendix C). Additionally, we assume
that runs are ballistic excursions of length lrun = τrun × Vm,
as suggested by experiments. Then, for each step of the
simulation, τrun, τtumble, and Vm are chosen randomly along
the fits of the experimental distributions. This reproduces
the experimental displacement PDF, as shown by comparing
Figs. 4(b) and 4(c), and provides a diffusion coefficient from
simulations Dsimu ≈ D∞,1 [inset of Fig. 2(c)].
Details on the slowdown of motion are provided by analyz-
ing the time variation of 〈τrun〉, 〈τtumble〉, and 〈Vm〉 (here angular
brackets indicate a time average over temporal windows of
200 s), plotted Figs. 5(a), 5(b), and 5(c), respectively. For
the wild-type and the sll1581 mutant that produce released
EPSs, 〈τrun〉 decreases and 〈τtumble〉 increases with time. This
is not observed with the two double mutants that produce
less released EPSs and their tumble and run times are almost
constant. Importantly, 〈Vm〉 is not only similar but also constant
for all the bacterial strains studied.
(a)
(b)
(c)
(
m
s-1
)
FIG. 5. Temporal evolution of (a) 〈τrun〉, (b) 〈τtumble〉, and (c) 〈Vm〉.
Here V m is indicated by the arrow. Data are normalized by their initial
value for the various Synechocystis strains. The lines are defined as
in Fig. 3(b).
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FIG. 6. (a) Fraction of surface area covered by trajectories in various experiments as a function of time (dot-dashed lines). The thick black
solid line is a curve fitted with Eq. (3) (see the discussion in the text). (b)–(d) Colonization maps of the surface for the times indicated in (a).
Colormaps indicate the cumulated number of visits in the considered pixel (dark areas indicate empty sites whereas bright areas indicate sites
visited more than 20 times).
C. Surface area covered by trajectories
As a basic step for early stages of biofilm formation, we
analyze how the surface is explored by the diffusing bacteria.
The images are binarized such that the bacteria appear as black
disks on a white background and every black pixel is given a
value of 1 (zero otherwise). The cumulated number of visits
for each pixel at a given time is then obtained by summing
iteratively all preceding images. Figures 6(b)–6(d) display how
the surface area is progressively filled by the trajectories of
the diffusing bacteria during the time scale of the experiment.
Moreover, although the experiments are conducted in the dilute
regime, the fraction of distinct sites (pixels) visited S(t) tends
to 1, meaning that the whole surface area of the sample can be
screened by EPSs. Figure 6(a) points out the robustness of this
feature.
IV. DISCUSSION
A. Dynamics
The fact that the average velocity of runs 〈Vm〉 is common
to all cyanobacterial strains used in this study implies that
it is not linked to the production of EPSs and calls for a
simple estimate based on lubrication theory. The motion of
cyanobacterial cells is ensured by the traction of type IV pili
which provides the force F necessary to shear a layer of fluid
of viscosity η and thickness h squeezed between the bacteria
and the surface, leading to F ∼ aηV/h, where a ∼ πR2 is the
sheared area (R = 1.5μm is the radius of a bacterial cell). With
V ∼ 1 μm s−1 the maximum velocity during runs, h ∼ 1 nm
the thickness of the sheared layer, and η ∼ 1 × 10−3 Pa s the
dynamical viscosity, we obtain the force exerted by the pili
F ∼ 7 pN, consistent with the order of magnitude obtained
from mechanical testing with atomic force microscopy [24].
The velocity of the bacterial cells during run periods is thus
limited by the viscous dissipation of the sheared water (liquid
mineral medium BG11) layer at the interface between the
bacterial cells and the solid surface.
B. Continuous-time random walk
The diffusion coefficient at long times may be obtained
by considering a continuous-time random walk, where the
particle jumps instantaneously over a length l after a waiting
time τ [25,26], as illustrated in the inset of Fig. 4(a). We
have computed both l = lrun and τ = τrun + τtumble (taken
consecutively) and verified that the second moment of the
jump length PDF and the first moment of the waiting-time
PDF exist. Then the diffusion coefficient takes the simple
expression D = 〈l2〉/4〈τ 〉. Ballistic runs occurring at constant
velocity V m ∼ 0.47 ± 0.3 μm s−1 [see Fig. 5(c)] suggest the
approximation 〈l2〉 ≈ V 2m〈τ 2run〉. Therefore, an expression for
the diffusion coefficient reads
D ∼ 1
4
V
2
m
〈
τ 2run
〉
〈τ 〉 . (2)
The computation of the PDF for τ∞,1 and τ 2run,∞,1 leads to
well-defined average quantities but without a second moment.
To calculate D from Eq. (2) we use therefore 〈τ∞,1〉 ≈ 64 s
and 〈τ 2run,∞,1〉 ≈ 67 s2 with both quantities rounded to the
nearest whole number and taken at the plateau value for
the representative experiment corresponding to D∞,1. This
provides D ≈ 0.058 μm2 s−1, which is similar to experimental
values, as indicated in the inset of Fig. 2(c). From now on, we
will describe the time evolution of the diffusion coefficient
presented in Fig. 2(c) with the two parameters 〈τ 〉 and 〈τ 2run〉.
The coefficient of diffusion is not affected by interparticle
interactions since experiments are achieved in a dilute regime
precluding intercell friction and adhesion. Instead, our results
with the WT strain and various mutants depleted or not
in EPSs reveal that the amount of released EPSs is key.
Moreover, renewal of the population of bacterial cells with the
microfluidic setup indicates that the decrease of the diffusion
coefficient is due to the modification of the surface properties
by previously diffusing cells. In the following we propose a
mechanism whereby released EPSs stick on the surface in the
form of excreted trails [27,28], which modifies the coefficient
of diffusion.
C. Mechanism for the slowdown
The decrease of the coefficient of diffusion and the progres-
sive surface coverage by the trajectories occur on concomitant
time scales. Therefore, it is tempting to correlate the surface
coverage and the parameters of the model described by Eq. (2).
Figure 7 shows that 〈τ 〉 and 〈τ 2run〉 vary monotonically with
the fraction of distinct sites visited S(t). These two essential
temporal parameters, which govern the expression of the
diffusion coefficient, may be a function of the probability P (t)
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FIG. 7. Variation of 〈τ 〉 (dashed lines) and 〈τ 2run〉 (dotted lines) as
functions of the fraction of distinct visited sites S(t) for five different
experiments. The solid lines are linear interpolations.
to be located on a surface coated by an extracellular matrix.
By approximating P (t) ≈ S(t), both parameters can be written
simply as a weighted sum of the covered surface such as
〈τ 〉 ≈ 〈τglass〉[1 − S(t)] + 〈τEPS〉S(t), with the same formula
for τ 2run instead of each τ .
The computation of S(t) for N random walkers pertains to
a class of longstanding problems [29]. Here, both the number
of diffusing bacterial cells and the coefficient of diffusion are
time dependent and the empirical formula
S(t) = 1 − e−t/τS (3)
is used to describe experimental data, resulting in a convenient
fit with τS = 1150 ± 6 s < τN [Fig. 6(a)]: Most of the surface
is visited before sedimentation is complete.
Then, plugging Eq. (3) into the expression for 〈τ 〉 and 〈τ 2run〉
as above yields a numerical estimate of the temporal evolution
of D(t) from Eq. (2), which can be compared to measurements.
Figure 2(c) indicates good agreement. Therefore, the present
analysis implies that the slowdown of the diffusive dynamics
can be reasonably attributed to the coverage of the surface by
the excreted exopolysaccharides.
Finally, one may ask why cells have longer tumble times
and shorter run times on EPSs than on glass. Our results show
that the decrease of the diffusion coefficient is not related
to viscous drag that could result from the shearing of EPS
trails left on the surface, since the average velocity during
run periods V m remains constant during the experimental time
scale. Moreover, V m is similar for the wild-type strain and
for all mutants regardless of their total EPS production rate,
confirming that EPSs do not provide additional dissipation dur-
ing motion. However, it is known that during the early stages
of the interaction of the bacterial cells with a surface, cells
detect the presence of the extracellular matrix, which induces
a positive feedback loop that in turn leads to enhancement of
EPS production and cell accumulation [30,31]. For example,
B. subtilis uses its flagella as mechanosensory organelles for
surface sensing. For other microorganisms such as Myxococcus
xanthus, EPSs play a fundamental role in pilus retraction
during social motility [32] and pili-mediated twitching motility
is affected by surface stiffness, topography, and chemistry
[2,33,34].
Hence, we propose that Synechocystis cells sense the EPSs
deposited on the surface, which triggers cellular changes that
affect the temporal characteristics of run and tumble motion.
This is consistent with the description of run and tumble rates
from linear response theory for bacteria submitted to spatial
changes in concentration of chemicals [35,36].
V. CONCLUSION
The experimental results presented here show a correlation
between the diffusive dynamics of the bacterial cells and their
propensity for released EPS excretion. The observed slowdown
of the diffusion is due to the evolution of the characteristic
times of the intermittent dynamics rather than to the enhanced
dissipation during the runs due to the viscosity of EPSs. Since
the estimated surface fraction of visited sites and the coefficient
of diffusion evolve with similar time scales, we propose a
model for the decrease of the diffusion coefficient based on
the deposition of EPSs on the surface. This suggests strategies
for controlling biofilm formation and therefore limiting the
infection of host tissues or undesired adhesion in industrial
applications.
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APPENDIX A: CALCULATION OF MEAN-SQUARE
DISPLACEMENT
In order to study the temporal evolution of the motility,
we introduce a time-dependent MSD, which is computed at
observation time t for different time intervals  as
MSD(t,) = 1
Nδ
Nδ∑
i=1
1
2δ − 
t+δ−/2∑
t ′=t−δ+/2
[
Xi
(
t ′ + 
2
)
−Xi
(
t ′ − 
2
)]2
, (A1)
where δ is half the time separating two successive values of t
and Nδ is the number of active particles between times t − δ +
/2 and t + δ − /2. The long-time limit of the diffusion
is described by computing the ensemble- and time-averaged
MSDs, as defined in Eq. (A2), where N is the total number of
particles, Ti the trajectory length i, Xi(t) the position of the
particle i at time t , and  a given time interval:
MSD() = 1
N
N∑
i=1
1
Ti − 
Ti−∑
t=1
[Xi(t + ) − Xi(t)]2. (A2)
APPENDIX B: RUN AND TUMBLE TIMES
Run times τrun are measured by computing a coarse-grained
velocity Vδ at each time point, with δ an adjustable time
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FIG. 8. Coarse-grained velocity Vδ [solid (gray) line] and instan-
taneous velocity v (dashed line). The black solid line indicates the
selection of run periods according to the criteria explained in the
text (set to 1 when a run is detected and 0 otherwise). The velocity
threshold V  is indicated with an arrow.
interval,
Vδ(t) = |X(t + δ/2) − X(t − δ/2)|
δ
.
An example of such a computation with δ = 4 is shown Fig. 8,
where the highest velocity peaks correspond to runs and are
separated by tumbles. Run periods are selected according to
two different criteria: the velocity Vδ > V  and the distance
traveled x > x, where V  and x are some threshold ve-
locity and length, respectively. Once run periods are accepted,
the rest of the trajectory is filled with tumble periods.
The criteria V  = 0.2 μm s−1 and x = 0.9 μm [as
suggested by tails of the PDF in Fig. 4(b)] provide a faithful
distinction between the various types of motion. While the
choice of V  and x is somewhat arbitrary, the conclusions
based on the use of run and tumble times do not depend
significantly on these criteria.
APPENDIX C: NUMERICAL SIMULATIONS
Numerical simulations are based on the Monte Carlo
method. Here 453 particles are launched, with trajectories of
969 s. The duration of tumbles and runs is taken from the
experimental distributions [Figs. 9(a) and 9(b)], fitted by a
(a)
(b)
(c)
(s)
(s)
( m s-1)
FIG. 9. Distribution of (a) tumble times, (b) run times, and
(c) average velocity during runs Vm = lrun/τrun. Experimental data
(points), corresponding to the experiment leading to D∞,1 described
in Sec. III B, are fitted with expressions given in Appendix C (solid
lines), which are used for numerical simulations.
power law of the form
P (τi) = αi
Ai
1(
1 + τi
Ai
)1+αi ,
with Atumble = 38 s, αtumble = 1.7, Arun = 42 s, and αrun = 11.
The tumble motion is simulated by making a given particle
jiggle in the polar system of coordinates whose center is
the fixed position between two runs. The coordinates (r,θ )
are chosen such that θ is random and r is selected in an
exponential distribution of mean λtumble = 0.19 μm. The run
motion is defined by ballistic excursions of duration τrun, during
which the traveled distance is lrun = Vmτrun, where τrun is
selected from P (τrun) and Vm is chosen from a generalized
extreme value probability law, which conveniently fit the
experimental distribution [Fig. 9(c)]. This law is defined with
a location parameter μ = 0.37 μm s−1, a scale parameter
σ = 0.13 μm s−1, and a shape parameter k = 0.17. The angle
between two successive runs is random.
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